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Avant-propos et remerciements 
 
Avec plus de 157 500 espèces décrites (Van Nieukerken et al., 2011), les lépi-
doptères constituent un des groupes d'insectes les plus diversifiés. De par leur pré-
sence en abondance dans la quasi-totalité des écosystèmes terrestres, de nom-
breuses espèces de ce groupe présentent de fortes interactions avec les activités 
humaines, pouvant générer des impacts conséquents au plan économique, sanitaire 
ou sociétal (Gurr, Wratten and Snyder, 2012). Alors que certains lépidoptères sont 
considérés comme bénéfiques en tant que pollinisateurs, sources alimentaires ou 
encore producteurs de soie, d’autres affectent de manière négative l'agriculture, la 
foresterie mais aussi la santé humaine (Goldsmith and Marec, 2010). Afin de limiter 
l’impact de ces dernières espèces, la mise en place de mesures de gestion et de con-
trôle des populations concernées s’avère indispensable. Cela vaut aussi pour les ré-
gions néotropicales, qui sont caractérisées par une grande diversité de lépidoptères, 
incluant des espèces ayant un large impact, en particulier pour la santé humaine 
(Dyer, Carson and Leigh, 2012).  
Les pullulations de « papillon cendre » attribuées à des espèces du genre 
Hylesia, appartenant à la famille des Saturniidae, constituent ainsi un problème 
récurrent en Amérique du Sud (Paniz-Mondolfi et al., 2011). En effet, pour protéger 
ses œufs des prédateurs, la femelle possède des soies détachables extrêmement ur-
ticantes qu’elle est susceptible de libérer dans l’atmosphère (Battisti et al., 2011) 
L’augmentation des sources de lumière artificielle depuis la fin du 19ème siècle avec 
l’urbanisation croissante attire ces papillons nocturnes vers les villes et les villages, 
où la libération des soies urticantes est susceptible d’affecter l’Homme en générant 
une douloureuse affection de peau, la « papillonite » (Dinehart et al., 1987).  Malgré 
les enjeux sociaux et économiques liés à la présence récurrente de ces papillons en 
zones urbaines, leur biologie et leur écologie reste peu connue.  
En août 2011, près d’un siècle après la première description de la papillonite en 
Guyane (Jourdain et al., 2012), la Direction Générale de la Santé du Ministère de la 
Santé et de l’Action Sociale a saisi le Centre National d'Expertise sur les Vecteurs 
(CNEV), en lui demandant une mission d’appui sur les stratégies et méthodes de 
lutte utilisables contre le « papillon cendre ». Parmi les recommandations issues de 
cette mission du CNEV, figure la mise en œuvre d'une lutte intégrée s’appuyant sur 
les programmes de recherche vénézuéliens, pays où les mêmes problèmes sanitaires 
sont observés, ainsi que le développement d’un programme de recherche spécifique 
en Guyane pour étudier ces papillons en soulignant l'absence de données scienti-
fiques dans cette région. C’est ce dernier constat qui a généré le présent travail de 
thèse, qui s’inscrit plus globalement dans une thématique d’écologie appliquée 
ayant comme objectif général l’apport de connaissances sur les papillons respon-
sables de la papillonite en Guyane dans un contexte tropical à forte biodiversité et 
grande hétérogénéité de milieux (Guitet, Richard-hansen and Surugue, 2015).  
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1. INTRODUCTION GENERALE 
 
La forêt tropicale est très diverse et représente un terrain de choix pour décryp-
ter les processus de spéciation à l'origine de la biodiversité. L’identification taxono-
mique et la délimitation des espèces occupent une position centrale dans les études 
de biodiversité. Cette identification est rendue difficile chez les insectes phyto-
phages, le plus souvent oligo- ou polyphages, pour lesquels il existe des complexes 
d’espèces-soeurs, c’est à dire phylogénétiquement proches, et des complexes 
d’espèces cryptiques, où les espèces ne sont pas phylogénétiquement proches mais 
non séparables sur des critères morphologiques. Après un bref récapitulatif de la 
notion d’espèces et des mécanismes de spéciation, je présenterai les lépidoptères 
modèles de cette étude ainsi que mes hypothèses de travail sur le groupe des papil-
lons impliqués dans la papillonite en Guyane.  
1.1. La spéciation : de la population à l’espèce dans le 
contexte néotropical 
 
Bien que l’espèce soit l’unité centrale en biologie et en gestion des insectes, il 
n’existe pas de consensus strict pour décrire ce qu’est une espèce. Plus d’une ving-
taine de définitions ont été proposées et ont fait l’objet de nombreux débats (Coyne 
and Orr, 2004). Je citerais parmi celles-ci l’approche biologique de l’espèce car elle 
introduit la notion importante de l’isolement reproductif : "Species are groups of ac-
tually or potentially interbreeding populations, which are reproductively, isolated 
from other such groups” (Mayr, 1942). Cette approche définit l’espèce comme un 
groupe de populations effectivement ou potentiellement inter-féconds, et reproduc-
tivement isolés d’autres groupes similaires. Dans la nature, les individus d’une es-
pèce sont généralement organisés en groupes dont les membres ont une chance 
équivalente de se reproduire entre eux : on parle de populations ou dèmes (Hartl 
and Grant, 2007). Lorsque les populations sont isolées, elles sont soumises indépen-
damment à la sélection naturelle et/ou à la dérive, deux moteurs de l’évolution con-
duisant à la différenciation graduelle des populations. La résultante des forces évo-
lutives en l’absence de migration peut conduire les populations à se différencier et 
engendrer de nouvelles espèces. La spéciation est généralement un processus non 
instantané (sauf dans des cas de spéciation génétique issue de duplication de gé-
nome ou de distribution irrégulières de chromosomes- voir Wood et al., 2009), au-
quel correspond un gradient de différenciation morphologique et génétique et sur 
lequel la plupart des concepts s’accorde. Lors du processus de spéciation, il existe 
des étapes conceptuelles de divergences, tel que les populations, les races ou les es-
pèces (De Queiroz 2005).  
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Figure 1: Schéma conceptuel du continuum de divergence durant le processus de spéciation. Les couleurs re-
présentent le polymorphisme, phénotypique ou génétique. Les cercles représentent des populations, c’est-à-dire, 
des ensembles d’individus qui se reproduisent entre eux. Les courbes représentent la distribution de phéno-
types ou génotypes. De gauche à droite les étapes conceptuelles de la différenciation : a- une population unique 
aux trait variables parmi les individus, et où les individus se reproduisent entre eux de façon aléatoire; b- deux 
populations dont les membres se reproduisent de façon non homogène, mais toujours capable de produire des 
individus intermédiaire ; c- deux espèce distinctes où les traits sont complètement assortis entre les deux 
groupes. Modifié à partir de Nosil et al. (2009b). 
 
 Les espèces sont les entités discrètes qui constituent des ensembles différen-
ciés de façon irréversible au cours du temps. Les espèces peuvent être délimitées en 
utilisant différents critères (De Queiroz, 2007). Les critères de ressemblances ana-
tomiques sont le plus communément utilisés pour reconnaître des espèces. Cepen-
dant la découverte contemporaine de nouvelles espèces reflète rarement la descrip-
tion de nouvelles formes morphologiques (Vogler and Monaghan, 2007). Au lieu de 
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cela, de nouvelles espèces sont généralement découvertes lors de réévaluations de 
taxons existants à l'aide de multiples approches incluant le comportement, 
l’écologie, et les marqueurs moléculaires, en conjonction avec une analyse morpho-
logique traditionnelle. Bien que les différences morphologiques puissent être sub-
tiles et donc facilement omises, les divergences génétiques au sein d’une même es-
pèce indiquent souvent une diversité cryptique pouvant diriger l'analyse taxono-
mique.  
 La spéciation peut être abordée en fonction des liens géographiques qui exis-
tent entre l’espèce nouvellement formée et l’espèce ancestrale (Fitzpatrick, Fordyce 
and Gavrilets, 2009): la spéciation allopatrique est la formation d’espèces par 
isolement géographique avec des barrières physiques à la reproduction (Figure 2 a). 
La rupture de l’aire de répartition de l’espèce mère en populations géographique-
ment disjointes est qualifiée de vicariante lorsque l’isolement reproducteur scinde 
l’espèce ancestrale en deux ensembles d’effectifs équivalents. La spéciation allopa-
trique est qualifiée de péripatrique lorsque la population isolée est de petite taille 
entrainant un effet fondateur (Templeton, 1980) (Figure 2 b). La spéciation allopa-
trique peut être induite par des reconfigurations à grande échelle du paysage qui 
isolent des populations anciennement continues, telles que la séparation des conti-
nents par la tectonique des plaques, l'élévation des montagnes ou la formation de 
grands fleuves. La spéciation parapatrique est un mode de spéciation sans isole-
ment reproducteur complet, les populations échangeant des migrants (Figure 2 c). 
Ce mode de spéciation peut être la résultante d’isolements engendrés par un gra-
dient environnemental, tel que l’altitude ou la pluviométrie. La spéciation sympa-
trique a été la plus controversée car elle implique la formation d’espèces sans iso-
lement géographique (Figure 2d). Dans ce cas, l’isolement reproductif est induit par 
la sélection naturelle et/ou sexuelle. Plus récemment la théorie de la spéciation 
écologique a été proposée : elle implique que les barrières reproductives soient in-
duites par une sélection divergente liée à des adaptations au milieu (Rundle and 
Nosil, 2005). La spéciation écologique peut se produire sous tous les scénarios géo-
graphiques et suppose que, dans un environnement hétérogène, des individus pré-
sentent un avantage sélectif (taux de survie et de reproduction plus élevé) pour cer-
taines conditions environnementales. 
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Figure 2: Les modes de spéciation géographique 
 
La recherche sur les lépidoptères tropicaux, notamment du genre Heliconius 
(Nymphalidae) a contribué à améliorer la compréhension des mécanismes de spécia-
tion écologique et sexuelle (Merrill et al., 2015). Les premiers évolutionnistes ont été 
attirés par le mimétisme frappant du groupe. Les lignées divergentes ont convergé à 
plusieurs reprises sur les mêmes modèles phénotypiques d'alerte, une observation 
qui a conduit Henry Walter Bates à développer la théorie du mimétisme (Bates, 
1862). Bates a ensuite interprété les différences entre les populations géogra-
phiques comme un soutien à l'hypothèse de Darwin sur l’évolution des espèces 
(Darwin, 1859). Plus récemment, les études de génomique ont joué un rôle impor-
tant dans les débats sur l'évolution de l'architecture génétique de l'adaptation et de 
la spéciation (Merrill et al., 2015).  
Pour le milieu forestier néotropical, plusieurs théories concurrentes mais non 
exclusives permettraient d'expliquer les différenciations intra-spécifiques et la spé-
ciation, après développement de mécanismes d'isolement génétique (Haffer, 1969). 
La diversification des lépidoptères néotropicaux a fréquemment été débattue en ré-
férence à la « théorie des refuges » (Brown, Sheppard and Turner, 1974), qui pro-
pose des taux élevés de spéciation allopatrique résultant de la fragmentation des 
forêts tropicales. Ainsi, la théorie des refuges explique les assemblages faunistiques 
actuels par la fragmentation de l'habitat au cours des derniers cycles glaciaires. Ce-
pendant, des preuves croissantes suggèrent que l'orogenèse andine a également fa-
vorisé la diversification par spéciation allopatrique tout en présentant de nouvelles 
opportunités pour la spéciation écologique (Elias, Joron and Willmott, 2009). Les 
modèles spatio-temporels de différenciation génétique sont discordants chez les dif-
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férentes familles de lépidoptères et ne sont pas conciliables avec un modèle unique 
reliant la spéciation et la distribution des patrons de différenciation uniquement au 
changement de paysage (Matos-Maraví et al., 2013).  
 
1.2. Les Lépidoptères et autres arthropodes urticants 
 
En réponse à certaines contraintes biotiques et abiotiques, les arthropodes ont 
développé des mécanismes de défense notamment comportementaux, chimiques et 
morphologiques, incluant le développement de soies aux propriétés urticantes 
(Battisti et al., 2011; Greeney, Dyer and Smilanich, 2012). Cet appareil urticant cor-
respond en fait à des poils modifiés qui ont perdu tout ou en partie de leur fonction 
sensorielle, habituellement observée chez de nombreux arthropodes. Ces poils mi-
croscopiques ou vraies soies urticantes (true setae en anglais) varient dans leur 
structure et leur mode d’action (Battisti et al., 2011). Il faut les distinguer des 
épines venimeuses, qui appartiennent aussi au système de défense de certains ar-
thropodes. 
Les épines venimeuses possèdent des connexions nerveuses intra-tégumentaires, 
impliquées dans des fonctions sensorielles et sont répandues chez les chenilles de 
lépidoptères (Battisti et al., 2011). Ce sont des armatures chitineuses pouvant être 
ramifiées, en particulier chez les Saturniidae, et qui sont alors appellées scoli (sco-
lus pour l’épine unique à l’extrémité de l’abdomen) (Figure 3). Cette structure per-
met la production et le stockage de venin, inoculé uniquement par contact direct 
avec la chenille (Hossler, 2010). Ces structures tubulaires creuses possèdent à leurs 
bases des cellules sécrétrices spécialisées. Chez certaines espèces, les épines, renou-
velables entre les mues, peuvent être extrêmement venimeuses. C’est le cas no-
tamment des chenilles de Lonomia obliqua (Saturniidae) possédant des enzymes 
pro-coagulantes et fibrinolytiques, capables d'entrainer des hémorragies sévères, 
parfois létales chez l’homme (Fritzen et al., 2004).  
Les vraies soies sont des structures ne possédant pas de connexion nerveuse 
avec le tégument, et sont facilement détachables. Leur forte densité par individu et 
leur extrême facilité à se détacher ainsi que leur rémanence dans l’environnement 
représentent un des principaux risques pour la santé humaine lié aux lépidoptères 
(Battisti, Larsson and Roques, 2017). L’apparition des vraies soies s’est produite 
dans des lignées éloignées d'arthropodes, notamment chez des araignées de la fa-
mille des Theraphosidae et les lépidoptères (Battisti et al., 2011). Bien que non dé-
montrée, leur apparition suggère une convergence évolutive de protection contre les 
prédateurs. En effet la principale fonction évoquée dans la littérature implique la 
protection par la dissuasion des prédateurs, et il a été émis l’hypothèse que des mé-
canismes défensifs se rapporteraient distinctement à chaque type de prédateur, ver-
tébrés ou arthropodes (Cooper, 2005).  
Les effets de plusieurs mécanismes défensifs étant souvent associés, peu 
d’études ont démontré expérimentalement l’efficacité des propriétés urticantes 
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(Gentry and Dyer, 2002; Greeney et al., 2012). L’action sur les vertébrés est ainsi 
complexe car la réaction est provoquée à la fois par la pénétration des soies dans les 
tissus des vertébrés et l’inoculation de substances susceptibles de provoquer des ré-
actions inflammatoires (Hossler, 2010). Les réactions apparaissent généralement 
avec un certain délai, ce qui rend difficile la compréhension de la fonction de protec-
tion. Une fois dans l’air, les soies peuvent se disperser à des kilomètres et persister 
dans l’environnement pendant plusieurs années (Maier et al., 2003; Petrucco Toffolo 
et al., 2014). Néanmoins, il a été établi que certains vertébrés évitent les arthro-
podes qui présentent des soies urticantes (Cooper, 2005). Chez certaines espèces, les 
soies urticantes sont parfois associées à des signaux d'avertissement notamment 
chez les araignées (Cooke, Roth and Miller, 1972; Pérez-Miles, 2002). L'agrégation 
des œufs et des larves de lépidoptères (Battisti et al., 2011) est couramment associée 
aux soies urticantes (Mappes, Marples and Endler, 2005), laissant supposer que 
l'agrégation permettrait de renforcer l’apprentissage de l'évitement des chenilles 
urticantes par les vertébrés (Ruxton, Sherratt and Speed, 2004). Moins d’études ont 
concerné les effets sur les invertébrés prédateurs mais la fonction de protection des 
masses d'œufs contre les invertébrés a été démontrée chez différentes espèces de 
papillons, notamment chez les Hylesia (Cabrera et al., 2016).  
L'ingestion involontaire d'arthropodes ou de leurs soies urticantes est fréquente 
chez les animaux à sang chaud et peut avoir des conséquences dramatiques, entre 
autres la nécrose de la langue chez les animaux domestiques, chiens et chats, et le 
bétail (Roques, 2015) et l'avortement précoce chez les chevaux (Perkins et al., 2016). 
 Chez l’Homme, les propriétés urticantes des vraies soies de certains arthro-
podes sont susceptibles de provoquer des pathologies variées (Moneo et al., 2015). 
Lorsqu’elles impliquent les lépidoptères, les pathologies se distinguent en fonction 
du stade qui les provoque. On parle d’érucisme pour les chenilles et de lépidopté-
risme ou de papillonite pour les adultes (Hossler, 2010). La distinction des symp-
tômes basée sur les réactions locales est compliquée, car d’une part les soies libérées 
par les arthropodes peuvent être dispersées à longue distance dans l'environnement 
(Battisti et al., 2011), et d’autre part des réactions généralisées peuvent apparaître 
sur des endroits du corps non directement touchés (Moneo et al., 2015). Bien que la 
majorité des lésions provoquées soit des dermatites de contact passagères, certains 
symptômes peuvent être plus graves, notamment des lésions oculaires et respira-
toires, des manifestations systémiques, cardiaques et neurologiques (Mullens, 
2009). Des réactions allergiques associées à des IgE (anticorps) sont également sus-
ceptibles de se manifester chez une partie non négligeable de la population comme 
cela a été montré pour la chenille de la processionnaire du pin, pouvant éventuelle-
ment conduire c à des chocs anaphylactiques (Moneo et al., 2015). Dans la grande 
majorité des cas, ces pathologies impliquent des chenilles (Mullens, 2009). Toutefois 
dans certains pays ce sont les papillons adultes responsables de lépidoptérisme ou 
de papillonite qui revêtent une importance sanitaire (Paniz-Mondolfi et al., 2011). 
Leurs propriétés urticantes, leur grande mobilité associée à l’attractivité 
qu’exercent sur eux les lumières artificielles favorisent les envenimations chez 
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l’homme. Plusieurs espèces présentant des abondances importantes ou ayant des 
comportements favorisant l’interaction avec l’homme sont capables de provoquer 
des pseudo-épidémies à travers le monde (Battisti et al., 2017). 
1.3. Les agents de la papillonite en Amérique du Sud 
 
 Parmi les espèces en forte interaction avec l’Homme, celles du genre néotro-
pical Hylesia (Saturniidae), ont une importance particulière car elles induisent des 
affections de masse parmi la population humaine dans plusieurs pays d’Amérique 
du Sud (Polar et al., 2010). Le genre Hylesia Hübner comprend environ 110 espèces 
en Amérique du Sud, réparties du Mexique à l'Argentine (Lemaire, 2002). Plusieurs 
d’entre elles ont été identifiées comme responsables de problèmes de santé hu-
maine. La papillonite causée par les individus du genre Hylesia a été initialement 
décrite par Légger et Mouzels en 1918 en Guyane et confirmée en Argentine par 
Dallas en 1926, puis de nouveau par Boyé en 1932 en Guyane. La papillonite a reçu 
le statut d’ « épidémie estivale » en Argentine par Jörg en 1933. La papillonite a 
connu une forte notoriété médicale vers le milieu du 20ème siècle en raison de nom-
breux cas attribués à Hylesia urticans Floch et Abonnenc, 1944, aujourd'hui syno-
nyme d’Hylesia metabus Cramer, 1775, (Lemaire, 2002). En effet, des papillons de 
cette espèce, attirés par les lumières des bateaux, ont causé une dermatite de masse 
parmi les équipages de pétroliers du port fluvial de Caripito au Venezuela 
(Dinehart et al., 1985). Dans ce pays, les cas de papillonite ont été si invalidants 
qu’ils ont entrainé des conflits syndicaux et ont été finalement reconnu comme ma-
ladie du travail (Berg, 1982). En Argentine, la papillonite fréquemment provoquée 
par H. nigricans chez les personnes travaillant dans les plantations d’arbres frui-
tiers a reçu le même statut juridique (Casalá et al., 1967). H. nigricans a aussi été 
reconnue responsable des épidémies de papillonite dans le sud du Brésil et en Uru-
guay (Salomon et al., 2005). Au Brésil, des épidémies de dermatites causées par 
Hylesia paulex Dognin, 1922 ont été signalées de 1989 à 1991 à São Paulo (Glasser 
et al., 1993). Des épisodes de papillonite provoqués par H. alinda Druce ont enfin 
été signalés au Mexique (Specht, Formentini and Corseuil, 2006). Cependant, les 
espèces de ce genre ont une morphologie adulte très similaire et présentent un di-
morphisme sexuel marqué. L’identification spécifique est donc difficile tout comme 
la possibilité de relier mâles et femelles d’une même espèce (Lemaire, 2002). De ce 
fait de nombreuses notifications d'épidémies de papillonite ne mentionnent pas le 
nom de l’espèce incriminée (Glasser et al., 1993). 
 En définitive, il semble que les soies urticantes de la plupart des espèces 
d’Hylesia sont susceptibles de provoquer une dermatite chez les humains (Lemaire, 
2002). Les travaux sur les propriétés urticantes des Hylesia ont ainsi montré que, 
quelle que soit l’espèce incriminée, l’urtication provient de deux types de soies ab-
dominales présentes uniquement sur les derniers segments des papillons femelles, 
appelées respectivement type S3 et type S4 (Lamy et al. 1982; Cabrera et al. 2016). 
Le type S3 est connecté à un réservoir intra-tégumentaire entouré de cellules pos-
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sédant des fonctions de sécrétion qui sont responsables de la production de subs-
tances urticantes (Paniz-Mondolfi et al., 2011). Ces soies possèdent un canal central 
creux, sont très légères, et facilement transportées par le vent. Les barbules (petites 
pointes) à leur extrémité rendent leur élimination extrêmement difficile une fois 
enfoncées dans le derme, et elles sont la cause des réactions inflammatoires. Leur 
fonction semble double, d’une part pour éviter les prédateurs, les oiseaux et les 
chauves-souris avant l'accouplement et d’autre part pour protéger les œufs des pré-
dateurs avant la période d'éclosion. Les soies de type S4 sont des structures en 
forme de faucille d’environ 1 mm longitudinalement. Chez H. metabus, ces types de 
soies se trouvent exclusivement sur l’abdomen des femelles qui les déposent sur 
leurs œufs afin de former la couche principale de protection externe de la ponte 
(Cabrera et al., 2016). Ainsi, les prédateurs doivent traverser la barrière urticante, 
dense et compacte, pour accéder aux œufs. En outre, la texture visiblement poilue 
du dôme de ponte peut être interprétée par les prédateurs comme un signal aposé-
matique (Cabrera et al., 2016). Il semble que les Hylesia aient développé ce système 
de protection pendant le processus évolutif afin de défendre leur descendance et 
donc garantir le succès de la reproduction (Cabrera et al., 2016). 
 
 
Figure 3: Dispositif urticant chez Hylesia metabus. 
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La papillonite attribuée à l’espèce Hylesia metabus constitue un problème récurrent 
en Guyane. H. metabus semble répandue à faible altitude en Amérique du Sud avec 
une distribution englobant le Pérou, l'Équateur, la Bolivie, le Guyana, le Venezuela, 
le Suriname, la Guyane et la partie nord du Brésil (Lemaire, 2002). En outre, de-
puis le siècle dernier, la quasi-totalité des pullulations de cette espèce a été signalée 
dans les zones côtières du Venezuela et de la Guyane (Jourdain et al., 2012). Une 
invasion de H. metabus a également été récemment observée pour la première fois à 
Trinidad (Polar et al., 2010). Comme indiqué précédemment, les espèces d’Hylesia 
présentent au stade adulte des caractéristiques de discrimination morphologique 
parfois ambiguës qui, associées à une quasi totale méconnaissance des stades juvé-
niles, laissent présager de probables erreurs d’identifications des espèces elles-
mêmes, mais également de leur plantes- hôtes (Janzen et al., 2012). En effet, bien 
qu’H. metabus ait été décrite comme forestière et polyphage par Lemaire (2002) , il 
est communément considéré que c’est une espèce associée aux milieux de man-
groves (Lemaire, 2002), puisque d’après la littérature (Jourdain et al., 2012), les in-
vasions urbaines proviendraient de migrations de papillons depuis la mangrove vers 
les zones habitées sous l’effet de l'attraction par les lumières des zones urbanisées. 
Par ailleurs, ce sont fréquemment les mêmes communes qui sont périodiquement 
envahies après la tombée de la nuit par les papillons, même si la plupart des villes 
de Guyane sont situées dans les zones côtières à proximité des mangroves.  
 Cependant, les descriptions de comportement alimentaire des chenilles 
d’Hylesia diffèrent entre Guyane et le Venezuela. Les chenilles sur le territoire 
Guyanais ont été décrites comme associée préférentiellement au palétuvier blanc 
(Avicennia germinans) tandis que les chenilles du Venezuela sont considérées asso-
ciées principalement au palétuvier rouge (Rhizophora mangles) alors que les deux 
espèces d’arbres sont présentes dans les mangroves du littoral des deux territoires. 
En outre, la répartition exacte des populations hors pullulations et leurs préfé-
rences écologiques ne sont connues que de façon très imparfaite (Lemaire, 2002; 
Dyer et al., 2012).  
 Au niveau temporel, les épisodes de papillonite sont ponctuels et irréguliers 
et il est difficile de retracer avec certitude les évènements de pullulation passés car 
les cas de papillonite recensés se basent sur les symptômes perçus sur les popula-
tions humaines, et sont généralement attribués à H. metabus par le corps médical 
sans vérification taxonomique (Jourdain et al., 2012). Les pullulations se produisent 
de manière non cyclique et sont vraisemblablement plus fréquentes en fonction de 
l'augmentation de l'urbanisation (Jourdain et al., 2012). Les pullulations sont asyn-
chrones à l’échelle du continent et plus localement sur le territoire guyanais, con-
trairement à ce qui est généralement observé chez les lépidoptères qui pullulent en 
forêt (Franklin, Myers and Cory, 2014). 
 Afin d'élaborer des politiques spécifiques de régulation de ces lépidoptères 
visant à protéger d’une part la population humaine et d’autre part la biodiversité, il 
est important de clarifier ces points pour mettre en place des stratégies de lutte effi-
caces de prévention et de contrôle des populations de ces insectes urticants dans 
l’intérêt des populations humaines. A l’heure actuelle, les épisodes de papillonite en 
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milieux urbains sont non prévisibles et souvent gérés en catastrophe une fois la pul-
lulation installée.  
 
1.4. Mes hypothèses de travail concernant les espèces 
impliquées dans la papillonite en Guyane 
 
 Les hypothèses de travail que j’ai cherché à tester et valider ont donc été les 
suivantes : Au vue des différences observées entre le Venezuela et la Guyane, mais 
aussi entre régions de la Guyane, j’ai fait l’hypothèse de l’implication possible de 
plusieurs espèces du genre Hylesia dans les épisodes de papillonite en Guyane. J’ai 
tenté de vérifier cette hypothèse par des méthodes moléculaires, notamment par 
l’utilisation de marqueurs mitochondriaux. 
 Ma seconde hypothèse est basée sur l’observation de nombreuses espèces 
d’Hylesia en forêt très loin de la côte, y compris H .metabus (Lemaire, 2002). On 
peut donc supposer que les mouvements de populations lors des gradations ne pro-
viennent pas des mangroves comme considéré jusqu’à maintenant mais peuvent 
procéder d’autres milieux, en particulier forestier. Pour répondre à cette question, 
j’ai développé des marqueurs microsatellites que j’ai utilisés pour étudier la struc-
ture génétique des populations à une échelle locale (la Guyane) et régionale 
(Guyane vs Venezuela), dans l’optique d’identifier l’origine des individus respon-
sables des pullulations urbaines. 
 Dans une optique plus appliquée, j’ai cherché à préciser des traits d’histoire 
de vie des populations impliquées dans les épidémies, et en particulier les méca-
nismes de communication chimique des adultes, pouvant à terme conduire à la dé-
finition de pièges attractifs pour la surveillance du développement des épidémies.  
 
 Le manuscrit qui suit s’articule donc en six parties. Le 2eme chapitre présente 
le modèle biologique, c’est-à-dire les espèces du genre Hylesia. Un 3eme chapitre in-
dique le matériel et les méthodes utilisés, notamment l’échantillonnage, le choix et 
le développement des outils moléculaires ainsi que les méthodes d’élevages et les 
tests comportementaux. Le 4ème chapitre détaille les résultats des analyses molécu-
laires visant à clarifier le statut taxonomique des insectes responsables des épisodes 
de papillonite en Guyane, et à analyser leur proximité génétique avec les spécimens 
collectés au Venezuela. Le 5ème chapitre présente l’étude de structuration génétique 
des populations de l’espèce Hylesia metabus en Guyane et au Venezuela. Un 6ème 
chapitre traite des mécanismes de reconnaissances des partenaires sexuels chez 
cette même espèce, Hylesia metabus. La dernière partie correspond à une discussion 
générale sur les résultats de ces travaux de thèse, ainsi que leurs perspectives 
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d’applications dans la gestion de la papillonite et le contrôle des populations 
d’insectes impliqués en Guyane, et plus largement en Amérique du Sud. 
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2. LE MODELE BIOLOGIQUE : LE GENRE HYLESIA ET 
L’ESPECE H. METABUS 
 
2.1. Taxonomie et délimitation des espèces 
 
 Le genre Hylesia appartient à la famille des Saturniidae, qui est la plus riche 
en nombre d’espèces de la super-famille des Bombycoidea au sein de l’ordre des Lé-
pidoptères. Les Saturniidae comptent ainsi au moins 1861 espèces recensées, répar-
ties en 62 genres et neuf sous-familles (Lemaire and Minet, 1998). Parmi ces der-
nières, la sous-famille des Hemileucinae, dans laquelle est rangé le genre Hylesia, 
contient 49 genres incluant environ 670 espèces (Lemaire, 2002). Le genre Hylesia 
est un groupe complexe comprenant plus de 110 espèces en Amérique du sud, dont 
plus de 30 ont été répertoriées en Guyane (Lemaire 2002). Les adultes sont des in-
dividus généralement faiblement colorées, aux motifs alaires peu marqués, et pré-
sentant un important polymorphisme intra-spécifique ainsi qu’un fort dimorphisme 
sexuel  
 
 La taxonomie du genre reste assez confuse car reposant sur des caractères 
morphologiques relativement peu discriminants. Initialement établi par Hübner en 
1820 avec comme espèce-type Phalaena Bombyx canitiace (Hübner, 1820), le genre 
a ensuite été combiné avec deux autres genres par Dyar en 1913 (Lemaire et al., 
1998). Claude Lemaire, lors de sa révision des Saturnidés Americains entre 1973 et 
2002, a ensuite réorganisé le genre Hylesia en deux groupes en fonction du nombre 
d’éperons présents sur les tibias prothoraciques, mésothoraciques et métathora-
ciques. Le Groupe I de formule tibiale (0, 2, 3) pour les éperons compte environ 69 
d’espèces (Figure 4), divisées en 4 sous-groupes, chacun étant difficilement sépa-
rable, dont le sous-groupe des Hylesia canitia lui-même subdivisé en 7 assemblages 
d’espèces très similaires entre elles. Le Groupe II de formule tibiale (0, 2, 2) est di-
visé en 15 sous-groupes contenant 42 espèces au total (Figure 5). 
 Pour différencier les adultes de ces espèces, l’habitus est cependant un critère 
diagnostique peu pertinent vu la forte ressemblance entre espèces au sein du genre, 
de plus souvent associée à une forte variabilité au sein d’une même espèce. Les ge-
nitalia, qui sont souvent de bons critères diagnostiques chez les insectes, ne permet-
tent pas de différencier les espèces des complexes du groupe I (Lemaire, 2002). De 
même le bord antérieur du fronto-clypeus, qui lorsqu’il est développé est appelé « 
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protubérance frontale » (Michener, 1952), n’est discriminant que pour les espèces du 
Groupe II. Le nombre d’articles antennaires ne permet pas non plus de séparer les 
complexes d’espèces du groupe I. Les imagos d’Hylesia, qui ne s’alimentent pas, pré-
sentent généralement une forte réduction des pièces buccales (Lemaire & Minet, 
1998), et les palpes labiaux et les galeae sont similaires au sein des complexes 
d’espèces du groupe I (Lemaire, 2002). Les fléchettes abdominales sont présentes 
sur toutes les femelles d’Hylesia aux niveaux des segments 4 à 7 de l’abdomen 
(Lemaire, 2002). Ainsi les caractéristiques anatomiques des imagos bien que large-
ment explorées par les entomologistes ne permettent pas d’identifier avec précision 
les espèces du groupe I.  
Les caractéristiques des œufs et des stades larvaires sont également très peu ren-
seignés. L’écologie et la biologie ne sont décrites, et encore très partiellement, que 
pour quelques espèces : H. metabus (Fornés and Hernández, 2000), H. nigricans 
(Specht et al., 2006), H. lineata (Pescador, 1995), H. paulex (Pereira et al., 2009) et 
H. metaphira (Specht, Formentini and Corseuil, 2007). 
L’espèce H. metabus, considérée comme responsable des épisodes de papillonite 
en Guyane (Vassal, 1989; Polar et al., 2010; Jourdain et al., 2012), a été classée dans 
le sous-groupe canitia du Groupe I, y formant un assemblage avec huit autres es-
pèces (Figure 4). H. metabus a été précédemment mise en synonymie avec H. obsole-
ta Cramer 1780, H. boarmia Hübner 1820 H. grisoli Bouvier 1923 H. urticans Floch 
et Abonnenc 1944, et H. caripitox Orfila 1952. Cependant, à l’heure actuelle il 
n’existe pas de phylogénie des espèces d’Hylesia permettant de valider cette classifi-
cation, ni la délimitation des espèces, voire des assemblages d’espèces.  
 
  
 21  
 
 
Figure 4: Synthèse de la classification des espèces d’Hylesia du groupe I  
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Figure 5: Synthèse de la classification des espèces d’Hylesia du groupe II 
2.2. Distribution géographique de l’espèce Hylesia me-
tabus 
 
H. metabus est une espèce fréquente à basse altitude en Amérique du sud, mais 
sa distribution géographique n’est pas connue avec précision. La carte présentée à 
la Figure 6 détaille l’aire de répartition d’H. metabus extrapolée à partir des don-
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nées de Lemaire (2002) auxquelles j’ai ajouté les données disponibles sur Bold data 
system. 
 
Figure 6 Aire de répartition d’H. metabus en gris, extrapolée à partir des zones de recensement d’H. metabus de 
Lemaire (2002) et des coordonnés géographiques des individus représentés dans la base de données Barcode Of 
Life Database (BOLD- BIN AAA3035) 
L’aire de répartition géographique de l’espèce semble ainsi correspondre au nord du 
bassin amazonien, du Venezuela au nord du Brésil. 
 
2.3. Biologie et écologie d’ Hylesia metabus 
 
2.3.1. Cycle de développement 
 
Le cycle de développement d’H. metabus dure environ 3 mois, variant de 80 à 
101 jours, et pouvant produire de trois à quatre générations non chevauchantes par 
an (Figure 7). Les femelles émettent une phéromone sexuelle capable d’attirer les 
mâles (Liendo-Barandiaran, Herrera and Hernández, 2007). Elles adoptent une 
posture caractéristique, ailes semi-dépliées, avec la dernière partie de l’abdomen 
tendue et déployant une glande à phéromones (Fornés et al., 2000). L’accouplement 
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a lieu une seule fois au cours de la vie d’un individu et dure une dizaine d’heures 
environ (Fornés et al., 2000). La nuit suivant l’accouplement les femelles volent 
jusqu’au lieu de ponte où elles déposent leurs œufs, le plus souvent sur une branche 
fine (Vassal, 1989).  
 
 
Figure 7: Cycle de développement d’H. metabus. Les photographies illustrent les différentes phases de dévelop-
pement : A- dôme de ponte ; B- chenilles néonates; C- et D- chenilles en plaque; E- chenille de dernier stade ; F- 
chrysalide extraite du cocon ; G- femelle adulte. 
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L’oviposition a lieu en une seule fois par paquet unique, de 200-300 œufs en 
moyenne, formant un dôme de ponte de 5 à 10 mm de long (Figure 9). Les œufs ad-
hèrent entre eux à l’aide d’une matrice collante. La femelle recouvre la ponte de ses 
soies abdominales urticantes, créant une barrière dense, compacte et hautement 
urticante (Figure 9). Les propriétés physico-chimiques des soies protègent ainsi les 
œufs de la dessiccation et des attaques de prédateurs et pathogènes (Cabrera et al., 
2016). L’incubation des œufs dure de 17 à 26 jours en fonction de la température 
(Vassal, 1989).  
L’éclosion des jeunes chenilles se produit durant les premières heures de la ma-
tinée, ces chenilles rongeant le chorion et se regroupant sur le dôme de ponte 
jusqu’à l’éclosion de la totalité des œufs du dôme. Assemblées d’abord en plaque sur 
le tapis de soies, les chenilles se chargent passivement de ces soies urticantes en 
partant ensuite en procession pour se nourrir sur le feuillage de l’arbre. Les che-
nilles se nourrissent la nuit sur les feuilles et se regroupent le jour en plaques sur le 
tronc des arbres hôtes (Figure 7 C). Les chenilles du premier stade mesurent 3 mm 
de longueur et 0.5 mm de largeur. Le développement larvaire passe ensuite par sept 
stades, chacun durant environ une semaine pour une durée moyenne totale de 45 
jours. A partir du 3eme stade les chenilles possèdent des épines urticantes (scoli). Les 
différents stades larvaires se distinguent par la taille de la capsule céphalique (Fi-
gure 8). A la fin de leur vie larvaire les chenilles perdent leur comportement gré-
gaire et se dispersent dans le feuillage des arbres alentour pour se nymphoser. 
 
 
 
Figure 8: Variation de taille de la capsule céphalique des stades larvaires d’H. metabus tirée de (Vassal, 1989)  
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Figure 9 : Dôme de ponte d’H. metabus montrant les soies abdominales recouvrant la ponte, et détails des soies 
au microscope électronique. (adapté de (Paniz-Mondolfi et al., 2011) ) 
 
 Avant la nymphose, la chenille tisse un cocon entre deux feuilles qu’elle relie 
avec de la soie. La chrysalide, de couleur brun foncé, pèse entre 500 et 600 mg chez 
la femelle et 300 à 400 mg chez le mâle. Le stade nymphal dure entre 15 et 20 jours.  
 
 
Figure 10: A- Cocon d' H. metabus ; B- chrysalide d' H. metabus 
 
L’émergence est caractérisée par un phénomène de protandrie, celle des mâles se 
produisant en moyenne cinq jours avant celle des femelles (Vassal, 1989). La sortie 
des imagos a lieu le matin sur une période temporelle différente selon le sexe : entre 
7h à 12h pour les mâles et entre 9h et 10h pour les femelles. Selon les auteurs, la 
durée de vie des adultes varie de 3 à 10 jours (Vassal, 1989; Fornés et al., 2000). Les 
Hylesia ont une activité crépusculaire, qui débute approximativement 30 minutes 
après le coucher du soleil. Les périodes de vol débutent vers 19h et s’étendent 
jusque 22h en Guyane (Vassal, 1989) mais au Venezuela deux périodes de vol ont 
été décrites entre 18h et 24h (Fornés et al., 2000).  
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Les adultes d’H. metabus présentent un dimorphisme sexuel caractéristique. Les 
mâles, plus petits, possèdent des antennes pectinées alors que les femelles ont les 
antennes filiformes. Une forte variabilité morphologique existe au niveau de la colo-
ration des ailes. Certains individus présentent un morphe dit « rosé », avec des ailes 
claires, presque transparentes. Le morphe dit « brun », plus sombre, tend vers le 
gris-noir. Les ailes présentent des motifs de couleur (rayures bandes, taches) qui 
peuvent être bien marqués ou pratiquement absents chez les deux morphes. 
 
2.3.2. Plantes-hôtes d’H. metabus 
 
H. metabus est une espèce décrite comme forestière par Lemaire (2002). De par 
son observation en mangrove lors des épisodes de pullulations, elle est souvent con-
sidérée comme inféodée au palétuvier (Vassal 1989; Jourdain et al. 2012). Cepen-
dant, les chenilles sont capables de se développer sur de nombreuses plantes-hôtes, 
représentant plus d’une vingtaine d’espèces d’arbres appartenant à 21 familles bo-
taniques (Tableau 1). Des discordances de plantes-hôtes ont été signalées entre 
Guyane et Venezuela (Jourdain et al., 2012), avec notamment des préférences ali-
mentaires rapportées pour le palétuvier rouge (Rhizophora mangle) au Venezuela et 
pour le palétuvier blanc (Avicennia germinans) en Guyane. Au stade imaginal, H. 
metabus ne se nourrit pas.  
 
Tableau 1 : Plantes- hôtes d’H. metabus et pays de signalement (adapté de (Vassal, 1989) pour la Guyane et de 
(Vásquez, 1994) pour le Venezuela. 
Famille Espèces Pays de recensement 
Anacardiacées Anacardium occidentale Guyane et Venezuela 
 Mangifera indica Guyane 
 Tapirira guianensis Guyane 
Annonacées Annona squamosa Guyane 
 Guatteria sp. Guyane 
Bignoniacées Jacaranda copaia Guyane 
Bixacées Bixa orellana Guyane 
Clusiacées Vismia guianensis Guyane 
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Famille Espèces Pays de recensement 
Combrétacées Laguncularia racemosa Guyane et Venezuela 
 Terminalia catappa Guyane 
Euphorbiacées Croton matourensis Guyane 
 Hura crepitans Guyane et Venezuela 
 Maprounea guianensis Guyane 
 Sapium glandulosum Guyane 
Fabacées Erythina poeppigiana. Venezuela 
 Inga edulis. Venezuela 
Hypericacées Vismia sp. Venezuela 
Malpighiacées Byrsonima crassifolia Guyane 
Moracées Cecropia obtusa Guyane 
Myristicacéeq Virola sebifera Aubl. Venezuela 
Myrtacées Eucalyptus sp. Guyane 
 Psidium guajava Guyane 
 Psidium guava Venezuela 
 Syzygium cumini. Venezuela 
 Syzygium malaccence. Venezuela 
Pipéracées Piper aduncum Guyane 
Polygonacées Coccoloba latifolia Guyane 
Rhizophoracées Rhizophora mangle Venezuela 
Rubiacées Isertia coccinea Guyane 
Rutacées Citrus sp. Guyane 
Simaroubacés Simaba credron. Venezuela 
Sterculiacées Theobroma cacao Guyane 
Verbénacées Avicennia germinans Guyane et Venezuela 
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2.3.3. Ennemis naturels d’H. metabus 
Hylesia metabus subit à tous les stades de son cycle de développement une mor-
talité due aux prédateurs, parasitoïdes et pathogènes, impactant la densité de ses 
populations. Parmi les prédateurs d’H. metabus, des hémiptères Reduviidae telles 
que Arilus cristatus (Hemiptera: Reduviidae) et Harpactor angulosus (Pereira et al., 
2009) ont été rapportées s’attaquant aux chenilles. Les parasitoïdes principaux d’H. 
metabus comptent des diptères, Belvosia spp. (Tachinidae) et Sarcodexia lambens 
(Sarcophagidae), ainsi que des hyménoptères des genres Enicospilus, Conura, Po-
dogaster, Brachymeria et Tetrastichus (Hernández et al., 2009b).  
Les bactéries, les champignons et les virus jouent également un rôle très impor-
tant dans la régulation naturelle des populations d’H. metabus. Les pupes et les 
chenilles peuvent être attaquées par le champignon entomopathogène Beauveria 
bassiana (Jourdain et al., 2012) et les souches de Bacillus thuringiensis sérotype 
«israelensis» ainsi que Pseudomonas aeruginosa ont été considérées comme respon-
sables d’épizooties chez H. metabus (Osborn et al. 2002; Vassal 1989). Des viroses 
ont également été observées mais leurs agents n’ont, à ce jour, pas fait l’objet 
d’identifications (Jourdain et al., 2012). 
 
2.3.4. Impact sanitaire économique et écologique d’H. me-
tabus 
 
L’impact sanitaire des H. metabus est difficilement quantifiable car les cas de 
papillonite sont généralement sans gravité. Dans la majorité des cas, les personnes 
atteintes ne consultent ainsi pas de spécialistes. Les épisodes répétés de papillonite 
ont cependant des impacts sociaux-économiques pour les communes fréquemment 
touchées, notamment lorsque des couvre-feux sont instaurés, entrainant la ferme-
ture des commerces et générant par conséquence, une possible atteinte à la sécurité 
des biens et des personnes (CNEV, 2011). 
Au Venezuela (zone de Paria), le budget de mars 2004 pour la mise en œuvre de 
traitement biocide sur une superficie de 20 000 hectares infestés par H. metabus, 
s'est élèvé à 1,5 milliard Bolivars ce qui, couplé aux coûts de la surveillance estimés 
à 680 millions de bolivars par an, représente une charge budgétaire très importante 
pour l'Etat Vénézulien (Osborn, 2005). 
 30 
Bien que les chenilles soient capables de défolier totalement un arbre, les im-
pacts écologiques majeurs liés à la présence d’H. metabus proviennent essentielle-
ment des traitement biocides utilisés pour prévenir la papillonite. A l’heure ac-
tuelle, aucun traitement ciblé n’est en effet disponible. Le Bacillus thuringiensis 
var. kurstaki (Btk) a été précédemment utilisé en Guyane pour lutter contre les 
chenilles d’Hylesia metabus (Vassal 1989), et l’est encore au Venezuela (Osborn et 
al., 2002). Cet insecticide impacte toutes les chenilles de lépidoptères et représente 
donc un risque pour les espèces de lépidoptères non cibles (Osborn, 2005). Le mala-
thion a également été utilisé (Jourdain et al., 2012), ce produit est désormais inter-
dit d'utilisation. Lors des pullulations dans la région de Kourou, la deltaméthrine a 
aussi été utilisée autour de l'aéroport de Rochambeau et sur la mangrove le long de 
la route menant à l’embarcadère Guatémala à Kourou (Vassal, 1989). Certains trai-
tements de deltaméthrine ont été réalisés par épandages aériens au niveau des 
zones de mangroves proches de la ville de Kourou (Jourdain et al., 2012). Ce produit 
possédant des propriétés toxiques sur les crustacés et autres organismes aqua-
tiques, il n’est pas approprié pour le traitement des milieux de mangroves. 
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3. ECHANTILLONNAGE ET METHODES D’ANALYSE 
 
3.1. Stratégie d’échantillonnage 
 
Ma stratégie d’échantillonnage a été élaborée en fonction des hypothèses de tra-
vail formulées à la fin du premier chapitre. J’ai ainsi tenté de procéder à un échan-
tillonnage systématique de toutes les zones où des épisodes de papillonite avaient 
été rapportées afin de préciser si une seule ou plusieurs espèces sont impliquées. 
J’ai également échantillonné en Guyane et au Vénézuela par rapport aux diffé-
rences de biologie répertoriées (plantes-hôtes notamment), et enfin mes échantil-
lonnages ont concerné des zones écologiques différentes (mangrove, villes, forêt) et 
en conditions différentes de gradation pour tenter de comprendre les mouvements 
spatiaux et temporels.  
 
3.1.1. Les zones d’études et les méthodes de collectes 
 
 Les collectes d’échantillons ont porté sur deux zones néotropicales ayant abri-
té la majorité des épidémies de lépidoptérisme recensées depuis 1918 : a- la bande 
côtière Guyanaise, et b- la péninsule Paria située dans l’état de Sucre au Venezuela 
(Figure 11). Situées dans des régions côtières néotropicales, ces deux zones sont dis-
tantes l’une de l’autre de plus de 1000 km et, à elles deux, englobent cinq biomes 
différents (Olson and Dinerstein, 1998).  
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Figure 11: a- Position géographique des zones d'études et écorégions concernées ; b- Péninsule Paria ; c- bande 
côtière Guyanaise ; d’après ( http://maps.tnc.org/) 
 
3.1.1.1. La bande côtière Guyanaise 
3.1.1.1.1. Caractéristiques bioclimatiques 
 La première zone correspond au littoral atlantique de Guyane, qui s’étend sur 
plus de 380 km de côte. La Guyane est située sur la côte Nord-Est du continent sud-
américain, entre 2° - 5° de latitude Nord et 51° - 54° de longitude Ouest. Territoire 
français d’outre-mer de 90 000 km² elle est couverte à plus de 95 % par la forêt den-
se tropicale humide (Gond et al., 2011). La Guyane présente une mosaïque 
d’habitats à l’échelle locale et régionale, qui possèdent des caractéristiques géomor-
phologiques, botaniques et faunistiques propres (Guitet, 2015) (Figure 12) . La 
bande littorale (10-20 km de la cote) représente 782.000 ha, recouvert à 73% de mi-
lieux naturels, dont 66,51 % constitués de forêts (Guitet et al., 2015). 
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Figure 12 : Typologie des habitats de Guyane basée sur les formations végétales, les différents types de sols et 
l’assemblage de faunistique (Guitet et al., 2015)  
 
 Située sur le bouclier des Guyanes, la Guyane possède un climat tropical ca-
ractérisé par deux saisons sèches inégales, la première en mars et la seconde, plus 
longue, de mi-juillet à novembre durant laquelle les précipitations sont inférieures à 
50 mm (Bonal et al., 2008). Les variations annuelles sont influencées par le mouve-
ment ondulatoire saisonnier de la Zone Intertropicale de Convergence (ZIC), cou-
rant atmosphérique de basse pression où convergent les alizés des deux hémis-
phères (anticyclone des Açores et de Sainte Hélène) (Shaw, 1987). La pluviométrie 
annuelle varie de 2 000 à 4 000 mm sur l’ensemble du territoire mais de manière 
non homogène, avec un gradient Est-Ouest correspondant à un maximum de 4000 
mm sur l’Est contre 1500 mm à l’Ouest (Héritier, 2011). La température moyenne 
annuelle en journée est de 27°C, variant de 4 à 5°C selon les saisons (Héritier, 
2011). 
 
3.1.1.1.2. Méthodes de collecte en Guyane  
En amont de cette thèse, des échantillons d’Hylesia metabus avaient été collectés en 
juillet 2012 par J.F Champenois , par prospection et capture «passive» d’individus 
en milieux urbains à proximité des lampadaires et habitations, de très fortes densi-
tés d’Hylesia metabus ayant été observées en 2011-2012 aux abords de la commune 
 34 
de Cayenne, dans les communes de Kourou ainsi qu’à Sinnamary et Iracoubo. Au-
cun dispositif particulier de piégeage n’avait été mis en œuvre mais les communes 
d’Iracoubo, Sinnamary, Kourou, Cayenne, Remire- Montjoly et Roura avaient été 
prospectées menant à la capture de 408 individus. Les échantillons récoltés prove-
naient ainsi uniquement de zones péri-urbaines, et en phase de population décrois-
sante.  
 
Tableau 2:Détail du nombre de chenilles et d’imagos d’Hylesia capturés sur l’année 2012 en période de pullula-
tion. 
Code 
Localité 
Nombre de 
spécimens 
Année Site ou Lieu- dit 
KOU 10 2012 Kourou 
IRA 10 2012 Iracoubo 
CAY 113 2012 Cayenne 
 
 
 A partir de janvier 2014, j’ai utilisé des pièges lumineux pour capturer des 
adultes d’ Hylesia de manière plus intensive. Ces pièges consistaient en deux am-
poules à vapeur de mercure 125W disposées de part et d’autre d’un drap blanc, ali-
mentées par un groupe électrogène (Figure 13).  
 
 
 
Figure 13 : Schéma du dispositif de piégeage lumineux. 
 Les adultes d’ Hylesia ont en effet une activité crépusculaire qui débute ap-
proximativement 30 minutes après le coucher du soleil et sont attirés par-là lu-
mière. L’attraction des lépidoptères est effective à partir de 350nm (UV) jusqu’à 600 
nm (Rouge). Cependant, à l’intérieur de cette gamme il existe des longueurs d’ondes 
plus attractives pour les insectes, notamment aux alentours de 350nm, de 450nm et 
de 540nm (Eguchi et al., 1982) . Les papillons attirés par la lumière ont été captu-
rés, tués à l’aide d’acétate d’éthyle, puis conditionnés individuellement au congéla-
teur. Les dates des piégeages ont été choisies de sorte à éviter la compétition avec la 
lumière de la lune, et ont ainsi été réalisés les nuits comprises cinq jours avant et 
cinq jours après la lune noire. En dehors de ces périodes, des piégeages ont cepen-
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dant été réalisés avant que la lune ne se lève. Les ampoules ont été allumées avant 
le coucher du soleil, aux environs de 18h45, et sont restées allumées en continu 
jusqu’à 24h. Les pièges ont été disposés à une distance de 3 à 15 m des arbres.  
 Cet échantillonnage sur le territoire Guyanais a été réalisé sur 14 sites de 
piégeage couvrant d’Est en Ouest toute la bande côtière Guyanaise (Figure 14). 
. Afin de prendre en compte de possibles différences de densité de populations en 
fonction du développement des gradations, l’échantillonnage a été répliqué en deux 
sessions: une développée courant janvier-février 2014, et la deuxième en avril 2014 
(à l’exception du site de Cacao qui n’a pas pu être répliqué pour problèmes tech-
niques) (Figure 15). 
 
 
Figure 14: Position des 14 sites d'échantillonnage sur la bande côtière Guyanaise, Les noms des localités corres-
pondant aux codes mentionnés sur la figure sont détaillés dans les Tableau 2 et 3.  
 
L’échantillonnage a également été complété par la collecte de chenilles suite aux 
appels de citoyens et observations et captures occasionnelles lors de prospections de 
terrain représentant 8 chenilles pour 2014, soit à peine 5% des échantillons au to-
tal. 
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Figure 15: Variation spatio-temporelle des échantillonnages sur la bande côtière Guyanaise 
 
 
Tableau 3  : Détail du nombre d’échantillons pour l’année 2014, pour les deux périodes de piégeages, les chiffres 
en gras représente les échantillons associés aux épisodes de papillonite en ville. 
Site ou Lieu-Dit Code Localité Janvier 2014 Avril 2014 total 
Route de Petit Saut PES 17 1 18 
Kourou dégrade PK21 PK2 9 24 33 
Piste de Saint Elie SAE 4 16 20 
Iracoubo IRA 1 0 1 
Montsinéry MON 26 0 26 
Sinnamary, Paracou (Crique) PAR 26 1 27 
Saint-Laurent-du-Maroni SLM 112 4 116 
Sinnamary SIN 1 97 98 
Route de Kaw KAW 0 24 24 
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3.1.1.2. La péninsule Paria au Venezuela 
 Cette deuxième zone d’études, située dans l’Etat de Sucre, correspond à la 
péninsule Paria séparant la mer des Caraïbes et le golf de Paria au Venezuela. Elle 
comprend des écorégions très diverses tout en étant très proches géographiquement 
(Figure 16).  
 
Figure 16: Ecorégions de la péninsule Paria et position des 13 sites d'échantillonnage. Les noms des localités 
correspondant aux codes mentionnés sur la figure sont détaillés dans le Tableau 4. 
 
 Les écorégions de type déserts et broussailles xérophytes se retrouvent dans 
la péninsule sous forme de milieux xériques dans lesquels les précipitations an-
nuelles varient de 300 à 1000 mm, avec une température moyenne de 28°C. Les 
formations végétales sont constituées de savanes parsemées de palmiers et 
d’arbustes (Cavalli-Sforza and Edwards, 1967). Le climat est semi-aride avec une 
végétation xérophile dense de 3 à 8 m de haut dominée par des Cactacées, Légumi-
neuse et Capparidacée (Huber and Alarcón, 1988). Des brousses xériques existent 
aussi dans la région de la Costa. Les conditions climatiques varient cependant le 
long de la côte, entre Carúpano (CAR) et Cumaná (Figure 16) et sont marquées par 
deux saisons des pluies. La première s’étale de juin à août, et la seconde en dé-
cembre. Les précipitations sont comprises entre 900-375 mm, La partie interne de 
la péninsule est plus humide avec des précipitations annuelles entre 900 et 2000 
mm. Les températures moyennes sont stables variant de 26 à 27° C. La végétation 
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est également de type xérophile, d’une hauteur moyenne de (0,5-5 m) de densité va-
riable.  
 Les écorégions de type forêts tropicales et subtropicales humides se retrou-
vent dans les forêts d'altitude de la Cordillère de la Costa, qui correspondent à 
l’extrême Est de cette cordillère. Les températures de la Cordillère de la Costa dé-
pendent de l’altitude et peuvent descendre jusqu’à -20°C. Les précipitations varient 
entre 1000-3000 mm. Le brouillard est fréquent au-dessus d'environ 800m, jusqu'à 
1000-1200 m (Huber et al., 1988). Les savanes et prairies inondables de l'Orénoque 
au Vénézuela sont une zone humide constituée de prairies inondées intégrées dans 
une mosaïque de mangroves, forêts marécageuses et forêts humides. Le climat est 
de type tropical humide. Les précipitations sont irrégulières, variant entre 1 000 et 
2 000 mm par an. Une saison des pluies se produit en avril / mai et dure générale-
ment jusqu’à décembre, avec une brève pause en juillet. Cette prairie tropicale 
inondée contient très peu d’espèces ligneuses (Eva et al., 2002). La mangrove de 
l'Orénoque subit un régime de précipitations annuelles variant de 1200 à 2500 mm. 
Les espèces d'arbres dominantes sont Rhizophora mangle, Avicennia germinans et 
Laguncularia racemosa. Les épiphytes sont abondantes, comme la fougère Acros-
tichum aureum, indicatrices de faible salinité de la mangrove. 
  
Les forêts marécageuses du delta de l'Orénoque (Guyana, Venezuela) se dévelop-
pent dans une région tropicale humide où les précipitations fluctuent entre 500 et 
2000 mm par an. Les précipitations sont irrégulières, la saison des pluies commence 
en avril / mai et dure habituellement jusqu'en décembre. Les températures 
moyennes sont de 26°C, devenant légèrement plus fraîches la nuit. La forêt est for-
tement influencée par les systèmes fluviaux. La végétation est constituée d’arbres 
et de palmiers hydrophiles, ou les épiphytes sont abondantes.  
 
3.1.1.3. Méthodes de collecte au Vénézuela  
Le prélèvement des échantillons a été réalisé par Melfran Herrera, Coordinador de 
Vigilancia Entomológica Gerencia de Saneamiento Ambiental y Control de Ende-
mias Fundasalud, Estado Sucre Carúpano, Venezuela. Il bénéficie d’une longue ex-
périence sur H. metabus (Osborn, 2005; Liendo-Barandiaran et al., 2007; Cabrera et 
al., 2016). Les échantillons ont été récoltés à l’aide de pièges lumineux, mis en place 
pour la surveillance dans l’état de Sucre, et les chenilles directement sur les troncs 
des arbres. Les échantillons ont tous été collectés en 2013 dans 13 sites 
d’échantillonnage se situant dans des écorégions variées (Figure 16). Le nombre 
d’échantillons est détaillé dans le Tableau 4. 
  
  
 39  
 
 
Tableau 4 : Détail des échantillonages au Vénézuela. 
Code Locali-
té 
Lieux dit site Nombre de spécimens 
adultes 
Nombre de che-
nilles 
Total 
CAJ Río Seco (Cajigal) 14 1 15 
GUN Guanoco 10 1 11 
BRU La Bruja 11 0 11 
GUR Guariquén 12 1 13 
CAR Carúpano 3 1 4 
MAR Río Seco (Mariño) 7 2 9 
GUQ Guariquén 9 1 10 
AJI Ajíes 12 1 13 
BOC Boca Grande 10 2 12 
CAI Caituco 3 2 5 
CAS Casanay 1 0 1 
CRU La Cruz 6 1 7 
SAN San Vicente 5 1 6 
  
 
3.2. Outils d’analyse génétique 
 
3.2.1. Introduction 
 
 Une première étape dans le choix de la technologie utilisée pour une étude est 
de cibler les technologies qui permettent de répondre aux objectifs scientifiques. 
Puis d’estimer la faisabilité liée aux contraintes de développement de séquençage et 
génotypage en termes de technicité et de coût. Les marqueurs moléculaires mettent 
en évidence les variations de séquences nucléotidiques de l’ADN. Les technologies 
sont nombreuses et permettent des analyses à différentes échelles. Ainsi, certains 
marqueurs sont plus appropriés pour l’analyse des variabilités génétiques à l’échelle 
interspécifique, et d’autres pour étudier les variabilités intraspécifiques. A chacun 
des niveaux évoqués ci-dessus, la diversité génétique peut être mesurée à l’aide de 
différents paramètres standardisés. L’emplacement du marqueur génétique joue un 
rôle important, certaines régions du génome peuvent être codante (adaptative) ou 
non codante (neutre) situé sur le génome nucléaire ou mitochondriale. Le génome 
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mitochondrial diffère dans le mode de transmission, uni-parentale maternelle, et 
permet donc d’inférer uniquement l’histoire évolutive des lignées maternelles. 
 Le séquençage nucléotidique de l’ADN des régions nucléaires et mitochon-
driales est très utilisé pour les études phylogénétiques, démographiques, biogéogra-
phiques et phylogéographiques chez les insectes. Dans ces domaines les marqueurs 
mitochondriaux sont de loin les marqueurs nucléotidiques les plus utilisés chez les 
insectes (Ashfaq, Hebert and Naaum, 2016). 
 Pour l’étude des populations d’insectes, différents types de marqueurs peu-
vent être utilisés (Loxdale and Lushai, 1998). Je n’en citerais ici que quelques 
exemples : 
 
 Le Polymorphisme de Longueur d’un Fragment de Restriction ou RFLP 
(Botstein, White and Skolnick, 1980) (Restriction Fragment Length Polymor-
phism), est une méthode selon laquelle l’ADN génomique est soumis à une 
digestion enzymatique. Les variations de taille des fragments révèlent la va-
riabilité des nucléotides aux niveaux des sites de restrictions. La taille des 
fragments est mise en évidence par migration sur gel d’agarose.  
 Une autre technique est basée sur l’ADN polymorphe amplifié aléatoirement 
(Williams et al., 1990) ou RAPD (Randomly Amplified Polymorphic). Cette 
technique vise à l’amplification par PCR (polymerase chain reaction) de frag-
ments d’ADN à l’aide d’amorces courtes (10 pb), et ne nécessite aucune con-
naissance préalable de l’ADN de l’organisme cible. Le polymorphisme des 
amplifications est dû aux variations des séquences amplifiées et à 
l’hybridation des amorces. Cette technique est peu reproductible car dépen-
dante de la concentration de l’ADN ainsi que des conditions d’amplification. 
Presque tous les marqueurs RAPD sont dominants, c'est-à-dire qu'il n'est pas 
possible de distinguer un hétérozygote d’un homozygote (Black, 1993).  
 La méthode AFLP (Amplified Fragment Length Polymorphism) ou polymor-
phisme de longueur de fragments amplifiés (Vos et al., 1995) est, elle, basée 
sur l’amplification de fragments de restriction de l'ADN génomique. Il est ce-
pendant difficile d’estimer la fréquence des hétérozygotes et des homozygotes 
pour l’allèle dominant.  
 Les SNP (Single Nucleotide Polymorphism) sont des variations au niveau 
d’une base de l’ADN. La majorité du polymorphisme du génome est consti-
tuée de SNP. Ces marqueurs co-dominants permettent des analyses de 
grande précision, leur développement nécessite un génome de référence de 
bonne qualité. 
 Les marqueurs microsatellites SSR (Simple Sequence repeats) sont des mar-
queurs variables au sein des individus de la même espèce, ils sont largement 
utilisés pour des études de génétiques des populations. Ce sont des mar-
queurs nucléaires présents sur l’ensemble du génome, principalement dans 
les zones non codantes de l’ADN (marqueurs neutres). Ils correspondent à des 
répétitions d’un motif nucléotidique de 2 à 5 nucléotides. Dans l’exemple ci-
dessous, le microsatellite est constitué de 8 répétitions de 2 nucléotides. 
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AGGCTAGATACTGTCCACACACACACACACACGTGATAATGCA 
Séquence flanquante  8 répétitions  Séquence flanquante 
 
 Le polymorphisme détecté est la longueur du fragment, un allèle correspon-
dra le plus souvent à un nombre particulier de répétition, déduit de la taille 
d'amplification. Ces marqueurs sont co-dominants, à hérédité biparentale, et sont 
souvent très polymorphes. Ils constituent donc un outil puissant pour estimer la 
diversité et la structure génétique à l’échelle de la population. 
 
 L’analyse combinée de l’ADN mitochondrial et des microsatellites a été utili-
sée avec succès chez plusieurs insectes pour mettre en évidence l’existence d’espèces 
criptyques ainsi que pour déterminer la structure génétique des populations. Pour 
cette étude j’ai choisi d’utiliser l’analyse combinée de ces deux types de marqueurs 
car ils possèdent une bonne reproductibilité et un fort pouvoir discriminant.  
 
3.2.2. Les marqueurs utilisés pour mon étude 
3.2.2.1. L’ADN mitochondrial  
 
L’ADN mitochondrial est très utilisé en analyse de phylogénie et de diversité 
génétique à grande échelle car ses caractéristiques (haploïdie, hérédité maternelle, 
taux de mutation élevé, taux de recombinaison faible) le rendent extrêmement in-
formatif. Le gène mitochondrial codant pour une sous-unité de la Cytochrome Oxy-
dase I (ou Cox 1) est un complexe protéique de la membrane interne mitochondriale 
impliquée dans la respiration aérobie.  
En plus des caractéristiques liées à sa localisation sur le génome mitochon-
drial, ce gène possède l’avantage d’être largement utilisé dans les campagnes de 
barcoding, offrant l’accès aux bibliothèques de références associant séquences 
d’ADN et identification morphologique. Ainsi, l'initiative Barcoding of Life (CBOL) 
a créé une base de données de référence mondiale pour l'identification moléculaire 
des espèces de tous groupes animaux et végétaux basée sur la collecte de ces sé-
quences ADN Cox 1 (BOLD, http://www.barcodinglife.org). Ainsi, le système BOLD 
comprend en 2017 plus de 106 000 séquences de lépidoptères. Cette base de données 
contient des séquences d’au moins 500 pb contenant un pourcentage de bases man-
quantes inférieur à 1% (Ratnasingham and Hebert, 2007). 
Le gène Cox 1 est un marqueur fréquemment utilisé comme première ap-
proche pour détecter l’existence d’espèce cryptiques (Dincă et al., 2015). Bien que 
sujet à controverse, plusieurs études montrent que ce fragment permet 
l’identification sans ambiguïté de plus de 90 % des espèces animales (Hajibabaei et 
al., 2006; Hebert, Dewaard and Landry, 2010). Ce court fragment d’ADN a ainsi été 
utilisé pour la discrimination des espèces de lépidoptères des familles Sphingidae et 
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Saturniidae au Costa Rica, régions tropicales à forte biodiversité (Hajibabaei et al., 
2006).  
La délimitation spécifique par barcoding moléculaire réside dans le pourcen-
tage de différences observées entre des séquences de référence et la séquence obser-
vée. Cependant, le pourcentage de différence entre les espèces pour le gène considé-
ré peut fortement varier en fonction du groupe d'organismes pris en compte. Par 
exemple, chez les lépidoptères ce pourcentage de différences intra-spécifiques est 
rarement supérieur à 2% et il fait donc généralement office de seuil (ou threshold), 
en deçà duquel les individus concernés sont considérés comme appartenant à la 
même espèce. Pour que cette méthode soit applicable, il est donc nécessaire que les 
variations interspécifiques soient distinctement plus importantes que les variations 
intra-spécifiques. Ce seuil, encore appelé «Barcoding Gap », correspond à une rup-
ture dans la distribution des différences de séquences ADN (Figure 17) 
 
Figure 17: Schéma du Barcoding Gap : écart entre la divergence intra-spécifique (rouge) et les distances inters-
pécifiques (bleu) 
Pour définir ce seuil au sein d’un taxon taxonomiquement bien connu, la dis-
tribution des distances peut être estimée empiriquement. Chez les taxa moins con-
nus ou difficilement identifiables sur la base de critères morphologiques, la distinc-
tion des espèces est parfois problématique. Pour ces taxa, des méthodes de regrou-
pement hiérarchique des séquences basées sur les séquences ADN permettent de 
définir des groupes ou «clusters génétiques», utilisés comme unités taxonomiques 
moléculaires opérationnelles (MOTU). L’avantage de ces méthodes est de pouvoir 
s’affranchir des d’hypothèses d’appartenance des individus à une espèce a priori. 
Les MOTU sont applicables pour des groupes souffrant d’un déficit taxonomique. 
Les approches automatisées basées sur l'ADN pour la désignation de MOTU ont vu 
leurs applications dans des groupes considérés «exempts de taxonomie» tels que les 
bactéries (Birer et al., 2017) ou les champignons (Powell et al., 2011), et sont de plus 
en plus appliquées dans des groupes ou lignées où la taxonomie basée sur la mor-
phologie est difficile (Blaxter et al., 2005).  
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Différentes méthodes permettent la définition des MOTU sur la base unique 
de leur séquence barcode (ex. ABGD, GMYC,RESL/BINs (Ratnasingham and 
Hebert, 2013)). La méthode RESL/BINs permet ainsi d’assigner les séquences à une 
MOTU en utilisant les ruptures dans la distribution des distances génétique par 
paires. La procédure se fait en deux phases pour créer les MOTU. Initialement un 
regroupement utilisant un seuil de 2,2% permet d’établir les limites préliminaires 
du MOTU, puis une analyse secondaire utilisant le clustering de Markov permet 
d’ajuster le seuil (Ratnasingham et al., 2013). Ces estimations en deux temps per-
mettent l’ajustement, si nécessaire, du seuil et la redéfinition des MOTU de la pre-
mière phase. Cette méthode est utilisée pour la gestion des séquences barcode dans 
BOLD, les MOTU ou BIN étant ajustés au fur et à mesure que les données sont 
chargées dans la base. Les séquences qui établissent un nouveau BIN ajoutent une 
entrée à l'index BIN, tandis que les séquences assignées à un BIN existant y appor-
tent leurs métadonnées. La base de donnée BOLD utilise un algorithme de regrou-
pement de type « Clustering » pour distinguer les partitions de distances génétiques 
entre un groupe d'individus appelé BIN (BIN; Ratnasingham & Hebert 2013). 
 La diversité du genre Hylesia étant très importante et à petite échelle, j’ai 
sélectionné ce marqueur Cox1 pour tenter d’identifier la ou les espèces(s) d’Hylesia 
responsables d’épisodes de papillonite en Guyane et au Venezuela. Une partie du 
gène codant pour le Cytochrome oxydase I (Cox1) a donc été amplifié pour 144 indi-
vidus. L’amplification par PCR a été réalisée en utilisant le couple d’amorces : LCO-
HYL (5′-ATA TTG GAA CTT TAT ATT TCA TTT TTG G-3′) et HCO-HYL (5′-CCT 
ACA GTA AAT ATA TGA TGA GC-3′). Ces amorces ont été dessinées avec le logiciel 
Primer 3 (Rozen and Skaletsky, 2000) à partir de l’alignement des génomes mito-
chondriaux de cinq espèces de Saturniidae (Samia cynthia cynthia; Samia cynthia 
ricini, Antheraea pernyi, Eriogyna pyretorum et Actias selene, GenBank accession 
numbers: KC812618 NC017869 JN215366 NC004622 AY242996 FJ685653 
NC012727 NC018133 JX186589).  
Pour un sous-ensemble d’échantillons, qui présentaient un ADN dégradé, les 
amplifications ont été effectuées avec les amorces MLep F1: (5′ GCT TTC CCA 
CGA ATA AAT AAT A 3′) (Hajibabaei et al., 2006) et LepR1: (5′ TAA ACT TCT 
GGA TGT CCA AAA AAT CA 3′) (Hebert et al., 2010). Les amplifications ont été 
réalisées dans un volume final de 25 µL à une concentration de 0.025 unités/µl de 
Taq polymerase, 1× PCR buffer, 2 mM de MgCl2, 1 mM de chaque dNTP, et 0.2 µM 
d’amorce et de 0.1-0.6 ng d’ADN. Les conditions d’amplification utilisées ont été les 
suivantes : une étape de dénaturation à 95°C pendant 5 min, 35 cycles 
d’amplifications (94 ° C pédant 30 s, 51 ° C pendant 35 s, 72 ° C pendant 45 s), sui-
vie d’une étape d’extension finale de 72 ° C. Les produits PCR ont été purifiés en 
utilisant les plaques Multiscreen 96-Well Filter de Millipore et séquencés dans les 
deux sens en utilisant un analyseur génétique ABI3130XL DNA (Applied Biosys-
tems). Les séquences sens et anti-sens ont été assemblées en contigs et vérifiées vi-
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suellement en utilisant le logiciel CodonCode aligner (CodonCode Corporation). 
L’alignement final a été tronqué pour ne pas contenir de données manquantes. 
3.2.2.2. Les marqueurs microsatellites 
 
 Aucun marqueur microsatellite n’avait été précédemment développé pour H. 
metabus, ni même pour aucune autre espèce de ce genre. Le développement de mar-
queurs spécifiques de type microsatellite a donc constitué une étape importante de 
cette étude. La réalisation d’une banque enrichie en microsatellites permet de dé-
couvrir des motifs microsatellites pour des espèces sans génome de référence. 
L’ADN total d’un individu d’Hylesia metabus provenant de Cayenne a donc été ex-
trait en utilisant le kit DNeasy Blood & Tissue kit (QIAGEN™, Hilden, Germany). 
La préparation de la librairie enrichie en microsatellites a été réalisée suivant le 
protocole de Techen et al. 2010 ( 
Figure 18). L’ADN génomique (ADNg) total a été digéré par deux enzymes de res-
triction Hae III et Alu 1, capable de générer des extrémités à bout franc ; dans ce 
cas l’ADN double-brin est coupé au niveau de la même paire de bases sur les deux 
brins. Des queues poly(A) (succession de ribonucléotides de type Adénosine (A)) ont 
été ajoutés aux extrémités 3’ des fragments d’ADNg et liés à des adaptateurs par 
une ligase. Les adaptateurs ont été utilisés pour amplifier les fragments d’ANDg. 
Des oligonucléotides biotinylés présentant des motifs répétés d’intérêt, caractéris-
tiques des régions microsatellites ont été hybridés au fragment d’ADNg préalable-
ment dénaturé (AG, AC, ACAG, ACCT, ATC, AAGC). Les oligonucléotides biotiny-
lés ont la capacité de se fixer sur la streptavidine qui recouvre des billes magné-
tiques. Le transfert sur support magnétique permet la capture des billes, sur les-
quelles sont fixés les motifs répétés, eux même hybridés, au fragment d’intérêt (mo-
tifs microsatellites). Les fragments ne contenant pas de motif répété ont été élimi-
nés par élution dans l’eau. Un traitement par température de 95°C libère l’ADN par 
dénaturation des fragments d’ADNg/oligonucléotides biotinyles. Une amplification 
des ADNg est réalisée avant séquençage.   
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Figure 18: Etapes de la réalisation d'une banque enrichie en microsatellites 
 
 Le Séquençage de la librairie enrichie en microsatellites a été réalisé en utili-
sant un séquenceur Ion Proton™ à la plateforme Génome Transcriptome (PGTB) of 
the Center for Functional Genomics of Bordeaux (CGFB). La qualité globale du sé-
quençage a été vérifiée à l’aide du logiciel FastQc (Andrews, 2010). Ce logiciel per-
met une visualisation des indices représentatifs de la qualité du séquençage, les 
scores de qualité phred (Q) (aussi appelé scores phred), sont assignés à chaque base 
nucléique en fonction de la forme et de la résolution du pic d'électrophorèse de 
chaque base. Les scores phred sont reliés de façon logarithmique à la probabilité 
d'erreur d'identification d'une base; ainsi un score de Q20 représente une probabili-
té d’erreur de 1%.  
 L’élimination des adaptateurs de librairie a été réalisée en utilisant le logiciel 
Cutadapt version 1.2.1 (Martin, 2011). Les séquences n’atteignant pas une score de 
qualité moyenne de Q20 (1% d’erreur) et une longueur de 80 paires de bases ont été 
exclues (Nielsen et al., 2011). Un assemblage de novo a été réalisé à l’aide du pro-
gramme CAP 3 (Contig Assembly Program) (Huang and Madan, 1999). Cette étape 
permet d'aligner les séquences courtes, dites « reads », se chevauchant et de les as-
sembler en séquences génomiques continues et ordonnées, dites « contigs ». Enfin la 
recherche de motifs microsatellites et le dessin d’amorces sur les régions flan-
quantes a été réalisé en utilisant le logiciel QDD (Meglécz et al., 2014). Trente 
paires d’amorces entourant un motif microsatellite ont été sélectionnées en fonction 
des propriétés du motif (motif pur, longueur minimale de l’amplicon de 100 pb, et 
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température d’hybridation des amorces). Les tests d’amplification sur amorces non 
marquées ont été réalisés sur 30 couples d’amorces. Les 15 couples produisant des 
produits PCR de tailles attendues ont été testés sur huit individus et ont ensuite été 
génotypés en utilisant l’amorce sens marquée d’un fluorochrome (NED®, PET®, 6-
FAM), à la fois seule puis en multiplexage, afin de vérifier le polymorphisme des 
marqueurs. 
Au total, 399 individus d’H. metabus provenant de 24 localités ont été géno-
typés pour sept microsatellites. Les amplifications ont été réalisées en utilisant le 
kit de multiplexage de Qiagen dans un volume final de 6 ul contenant 1x Master 
Mix, 0.2 μM de chaque amorce, et les amorces sens marquées à l’extrémité 5′ avec 
un fluorochrome (6-FAM, VIC®, ou NED®) (Table S1), et contenant entre 0.1-0.3 ng 
d’ADN. Les conditions suivantes d’amplification ont été utilisées: 95°C pendant 15 
min, suivi de 26 cycles de trois phases : 94 °C pendant 30 s, 58 °C pendant 1.5 min, 
et une extension à 72 °C pendant une minute, suivie d’une extension finale à 60 °C 
pendant 30 min. Le génotypage a été réalisé avec un analyseur génétique 
ABI3130XL DNA (Applied Biosystems), en incluant dans chaque réaction un mar-
queur de taille GeneScan 500 LIZ dye Size Standard (Applied Biosystems). La lec-
ture des tailles des pics correspondant aux microsatellites a été réalisée avec le logi-
ciel Gene Mapper 3.7 (Applied Biosystems)  
 
3.2.3. Méthodes d’analyse 
3.2.3.1. Approche Barcoding 
Pour estimer la divergence du Cox1 au sein du genre, les séquences de 814 
Hylesia ont été téléchargées sur la plateforme BOLD, puis alignées en utilisant le 
logiciel Mega (clustal W). Les séquences de moins de 500 pb, ou contenant plus de 
1% de données manquantes, ont été supprimées. L’alignement final de 774 sé-
quences comprenant 514 pb a été utilisé pour les analyses de « Barcoding gap » au 
sein du genre. Parmi ces 774 séquences utilisées, 61 morpho-espèces étaient repré-
sentés, et notamment H. metabus par 27 séquences.  
J’ai utilisé la méthode de l’ABGD (Automatic Barcode Gap Discovery method 
(Puillandre et al. 2011,2012), réalisable sur l’interface en ligne disponible sur le site 
http://wwwabi.snv.jussieu.fr/public/abgd/. Les paramètres utilisés ont été les suivants: 
Pmin0.001 ; Pmax0.1 ; Steps 10; X ( relative gap width): 1.5 ; Nb bins (for distance 
distribution): 20). La distance utilisée a été celle de Kimura (K80). Le nombre de 
clusters représentés par les 27 séquences d’H. metabus a été estimé par la méthode 
de l’ABGD. J’ai également utilisé les informations de la plateforme BOLD qui pos-
sède un système d'indexation par unités MOTU produites par la méthode de RESL-
BIN, appelé le système de numéro de code-barres (BIN). C’est un index unique, as-
sociant des d'échantillons à des BIN avec leurs métadonnées. J’ai donc également 
utilisé les données disponibles sur cette plateforme pour vérifier que les séquences 
d’H. metabus référencées étaient assignées à un seul BIN. Le regroupement des sé-
quences d’H. metabus au sein du genre a également été visualisé par la construction 
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d’un arbre phylogénétique avec la totalité des 774 séquences en utilisant la méthode 
du Neighbour-joining (Saitou and Nei, 1987), J’ai utilisé les séquences du Saturnii-
dae Lonomia oblica en groupe externe, les paramètres ayant été laissés par défaut 
en choisissant la distance de Kimura deux Paramètres (Kimura, 1980) dans le logi-
ciel MEGA Version 2 6 (Tamura et al., 2013) et 1000 bootstraps. L’arbre et le re-
groupement des séquences H. metabus ont été visualisées et éditées en utilisant la 
plateforme en ligne ITol, (https://itol.embl.de/).  
Les séquences Cox 1 obtenues sur 144 individus ont été alignées en utilisant 
le logiciel ClustalW disponible dans MEGA 6. Ces séquences barcodes ont été indi-
viduellement soumises à une identification par BLAST (Basique local alignement) 
sur la plateforme BOLD. La présence de codons indiquant la fin de la lecture de 
gènes codants, dites codon ‘stop’, a été vérifiée en utilisant le logiciel MEGA 6, et la 
distance des 144 séquences a été finalement calculée en utilisant la méthode de cal-
cul de distance de Kimura 2 (Tamura et al., 2013).  
 Le nombre de sites variables, les sites informatifs, la diversité haplotypique 
(Hd) ainsi que la diversité nucléotidique (π) ont été estimés en utilisant le logiciel 
DnaSP V5 (Librado and Rozas, 2009). Les différences entre haplotypes ont été re-
présentés par un réseau d’haplotypes en utilisant la méthode de median-joining 
network, disponible dans le logiciel Popart (Leigh and Bryant, 2015). Une analyse 
de variance moléculaire a été réalisée (AMOVA) en utilisant le logiciel Arlequin 
(Excoffier and Lischer, 2010). 
3.2.3.2. Approche microsatellites 
 Le nombre d’allèle par locus, l’hétérozygotie attendue et observée a été calcu-
lé avec Genalex 6.41 (Peakall & smouse 2006). Les tests de conformité à l’équilibre 
de Hardy–Weinberg et le déséquilibre de liaison ont été estimés à l’aide du logiciel 
Genepop v 4.3 (Raymond and Rousset, 1995a). Les allèles nuls et les autre biais po-
tentiellement dus à des problèmes de lecture des pics microsatellites ont été estimés 
avec le logiciel Micro-Checker v2.2.3 (Van oosterhout et al. 2004). Le degré de diffé-
renciation entre les sites d’échantillonnages a été estimé par calcul des valeurs de 
FST (Weir and Cockerham, 1984), leur significativité ayant été estimée par 10,000 
bootstraps en utilisant le logiciel Arlequin (Excoffier, L. and Lischer, 2010). Les va-
leur de G”ST (Meirmans and Hedrick, 2011) ont été calculées avec le paquet DiveR-
sity du logiciel R (Keenan et al., 2013). Les FST’s (Weir, 1996) corrigés pour les al-
lèles nuls ont été calculés par la méthode d’Excluding Null Alleles (ENA) du logiciel 
FreeNA (Chapuis and Estoup, 2007).  
 La structure génétique des populations a été inférée par plusieurs méthodes 
de clustering, en utilisant deux approches différentes : une approche utilisant un 
modèle génétique explicite (Guillot, GillesMortier & Estoup 2005) et une approche 
multidimensionnelle (Jombart, Devillard and Balloux, 2010):  
La première approche consiste à supposer que les données génétiques peu-
vent être expliquées par un modèle probabiliste où chaque population se trouve à 
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l’équilibre de Hardy-Weinberg et sans déséquilibre de liaison. Le modèle basé sur 
les lois de génétique des populations détermine le nombre de k populations en mi-
nimisant le déséquilibre de Hardy–Weinberg pour estimer les probabilités 
d’appartenance des individus à des groupes. Pour détecter la structure génétique 
des populations, j’ai utilisé la méthode développée dans le paquet R GENELAND 
(Guillot, GillesMortier and Estoup, 2005). Il s’agit d’un modèle hiérarchique 
bayésien qui suppose l’existence de k populations caractérisées à chaque locus par 
leurs fréquences alléliques. Chaque individu échantillonné est assigné à une popu-
lation et la probabilité qu’un individu appartienne aux différentes populations est 
appelé « probabilité d’appartenance ». Pour cela, l’algorithme estime la distribution 
du jeu de données par méthode de Monte Carlo par chaîne de Markov (Markov 
Chain Monte Carlo, MCMC). Pour vérifier que la structure de notre jeu de données 
ne dépend pas du modèle et des algorithmes, j’ai donc estimé le nombre de k en pre-
nant successivement en compte ou non des données spatiales. En effet, lorsque les 
données spatiales sont incluses les échantillons spatialement proches ont une pro-
babilité a priori plus élevée d’appartenir à la même population. Dans ce cas le logi-
ciel met en évidence la localisation géographique des discontinuités génétiques au 
sein des échantillons. J’ai également utilisé successivement un modèle supposant 
que les populations sont caractérisées à chaque locus par les fréquences alléliques 
corrélées ou non corrélées. Le nombre de k, et la convergence des chaînes de Mar-
kov, ont été visualisées pour ces quatre conditions. 
La deuxième méthode utilisée est l’Analyse Discriminante (DAPC) qui repose 
sur l’analyse discriminante des axes principaux d’une analyse en composantes prin-
cipales (Jombart et al. 2010; Jombart 2012). Cette méthode permet de mettre en 
évidence la structuration génétique sans se baser sur des lois de génétique des po-
pulations, mais sur la distribution des allèles en permettant de projeter les données 
sur un nombre réduit d’axes orthogonaux tout en maximisant la variance des don-
nées projetées sur chacun des clusters. Cette analyse a été réalisée grâce à l’aide du 
paquet ADEGENET v1.3.4 (Jombart 2008) du programme R v.2.14 (R-Development-
CoreTeam 2011). Les composantes principales permettant d’expliquer plus de 90% 
de la variance cumulative ont été conservées. Les individus assignés ensembles par 
GENELAND et ADEGENET ont été comparés entre les deux méthodes. Pour véri-
fier la concordance des deux méthodes, le pourcentage d’individus assignés au 
même cluster par les deux méthodes avec une probabilité supérieure à 80 % a été 
calculé.  
Pour mieux comprendre la similitude génétique, j’ai visualisé l’organisation 
de ces similitudes entre les différents sites échantillonnés par des arbres phylogéné-
tiques. J’ai en particulier réalisé un arbre phylogénétique basé sur l’algorithme de 
Neighbor-Joining proposé par Saitou et Nei (1987), implémenté dans le paquet R 
poppr (Kamvar, Tabima and Grünwald, 2013). La construction de cet arbre a été 
réalisée à partir d’une matrice de distances génétiques pour chaque paire 
d’individus. Ces distances génétiques ont été calculées à l’aide de la méthode de 
Cavalli-Sforza et Edwards (1967). Enfin, une analyse de la variance (AMOVA) a été 
réalisée sur les données microsatellites en utilisant le logiciel Arlequin afin 
d’estimer le taux de variance génétique expliqué par les clusters identifiés par GE-
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NELAND, les sites d’échantillonnage parmi ces clusters, et la variance résiduelle 
expliquée par les individus (Excoffier et al., 2010). 
3.3. Méthodes d’études du comportement sexuel 
d’Hylesia metabus 
 
3.3.1. Elevage des Hylesia metabus  
 
 L’étude du comportement sexuel des H. metabus, et notamment du compor-
tement d’appel des femelles (Chapitre 6), impose de disposer d’un nombre suffisant 
d’individus vierges. Or, la capture des adultes par piégeage lumineux ne permet pas 
d’obtenir des femelles vierges. La mise au point d’un élevage à partir des chenilles 
s’est donc imposée.  
 
3.3.2. Conditionnement 
 
 Des chenilles au stade L4-L6 ont été prélevées sur la commune de Sinnamary 
quelques mois avant la pullulation de Juillet 2014. Les chenilles ont été placées 
dans des bacs en plastique translucide de dimensions 30cm x 20cm x 13cm, possé-
dant un couvercle percé pour permettre la circulation de l’air (Figure 19). 
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Figure 19: Bacs d'élevages des chenilles d’Hylesia. 
 
 Ces boites ont été stockées à température ambiante dans une serre ombragée. 
Les individus ont été placés par groupes de plusieurs centaines pour les plus jeunes 
(3eme et 4eme stades) puis disposés en groupes de 5-20 chenilles dans les derniers 
stades, à partir du 5eme stade. Les chrysalides nouvellement formées ont été collec-
tées quotidiennement et débarrassées de leur cocon. Cette étape permet le sexage, 
opération consistant à différencier les mâles des femelles par critères anatomiques. 
Une différence de poids existe entre chrysalides mâles et femelles, celles des fe-
melles étant plus grosses et plus arrondies (Vassal, 1989). Les chrysalides ont en-
suite été suspendues dans des éclosoirs collectifs (Figure 20). Le couvercle des boîtes 
est alors remplacé par un tissu à moustiquaire, qui permet la circulation de l’air et 
limite le développement des champignons. Lors de l’émergence des adultes, les indi-
vidus ont été conditionnés individuellement dans des boîtes de 10cm x 15 cm. 
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Figure 20 : Photographie des éclosoirs collectifs 
3.3.3. Alimentation des chenilles et mesures d’hygiène 
(désinfection des élevages) 
 
 Les chenilles ayant été récoltées sur différentes essences d’arbres, notam-
ment Tapririra spp. et Inga spp, elles ont été nourries avec un mélange de feuillage 
de ces mêmes arbres, légèrement humidifié à l’aide d’un pulvérisateur. Les boîtes 
d’élevage ont été quotidiennement nettoyées. Les feuilles non consommées et sé-
chées, les fèces, les soies ainsi que les exuvies post mues ont été éliminées. Les 
boîtes d’élevage ont été désinfectées avec de l’eau faiblement javellisée pour limiter 
la prolifération des pathogènes, puis rincées à l’eau claires. Dans les derniers stades 
larvaires, quand les chenilles ont commencé à confectionner des rouleaux de feuille 
« stade pré-pupal », les feuilles n’ont pas été retirées pour ne pas perturber le méca-
nisme de nymphose. 
 
3.3.4. Identification de la période d’appel des femelles 
 
Les chrysalides issues d’individus collectés dans la commune de Sinnamary en 
2014 ont été conditionnées dans des éclosoirs collectifs (cf. 2.4.1). Une fois émergés, 
les adultes ont été disposés dans des bacs individuels de 15×10 cm recouverts de 
tissu moustiquaire. A partir de 18h48, heure du coucher du soleil, ces individus ont 
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été placés dans l’obscurité à 29°C ± 0.5°C. Leur activité a ensuite été observée, à 
l’aide d’une lumière rouge, à intervalles réguliers de 10 minutes, ce jusqu’à minuit. 
L’expérience a été renouvelée sur plusieurs nuits consécutives jusqu’à la mort des 
insectes. Les femelles présentant un comportement d’appel ont été recensées, et le 
moment du début d’appel comme la durée de celui-ci ont été enregistrés pour 
chaque insecte. Les moyennes de durée d’appel en fonction de l’âge des femelles ont 
été comparées à l’aide d’un test non paramétrique de Mann-Whitney (Mann and 
Whitney, 1947). 
 
3.3.5. Tentative d’identification de la phéromone sexuelle 
  
 Deux techniques complémentaires ont été utilisées. La première procédure a 
consisté en une extraction totale des composés dans un solvant apolaire, l’hexane. 
Pour cela, la glande à phéromone de dix femelles en appel depuis plus de 15 mi-
nutes, a été disséqué sous une loupe binoculaire puis plongée dans 100µl d’hexane 
pendant 3 minutes.  
 Une micro-extraction sur phase solide (SPME- Solid Phase Micro Extraction) 
a également été utilisée. Cette technique permet de capturer les composés volatiles 
se trouvant à l'état de traces. Cette technique, plus récente que la précédente, a été 
utilisée avec succès pour identifier les composés phéromonaux chez un certain 
nombre d’espèces de lépidoptères (Frérot, Malosse and Cain, 1997). Elle possède 
plusieurs avantages, notamment de ne pas nécessiter l’emploi de solvants et d’être 
applicable à des échantillons liquides, solides ou gazeux (Arthur and Pawliszyn, 
1990). Une seringue contenant une fibre SPME, constituée de silice fondue sur la-
quelle est greffée une phase stationnaire de polymère, a été utilisée pour tenter de 
capturer les composés émis par la glande à phéromone. Pour ce faire, la dernière 
partie de l’abdomen de 6 femelles réalisant un comportement d’appel depuis plus de 
15 minutes a été mis en contact avec une sonde SPME pendant un temps 
d’équilibration de 3 minutes au minimum. Au total 6 fibres ont été utilisées. Deux 
d’entre elles ont été mises en contact avec la surface de la glande à phéromone d’une 
femelle seule tandis que deux autres fibres ont chacune été mises en contact avec la 
glande a phéromone de deux femelles différentes. Enfin, deux fibres ont été chacune 
été appliquées sur l’extrémité abdominale d’un mâle.  
 Les composés retenus dans ces fibres ainsi que dans l’extrait ont été résorbés 
et analysés par chromatographie en phase gazeuse couplé à un spectromètre de 
masse (GC-MS ; SCION 436 SQ – Bruker®), à l’Institut d’Ecologie et des Sciences 
de l’Environnement de l’INRA de Versailles par Brigitte FREROT. Le couplage de 
la chromatographie en phase gazeuse avec la spectrométrie de masse (GC-MS) per-
met d’effectuer simultanément la séparation et l’analyse des différents constituants 
d’un mélange complexe. La chromatographie en phase gazeuse permet une sépara-
tion des composants d’un mélange au moyen d'une colonne capillaire à température 
contrôlée. Le mélange a été chauffé suivant un gradient de température de 50°C à 
300°C pendant 31,25 min soit 8°C par minutes. Les molécules passent dans le capil-
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laire et le temps que met une molécule entre l’injecteur et le détecteur est appelé 
« temps de rétention ». Ce temps de rétention (RT) est caractéristique de la nature 
des composants notamment la solubilité de celui-ci dans la phase stationnaire mais 
dépend aussi des conditions de réalisation de la chromatographie (température).  
 La spectrométrie de masse (MS) consiste, elle, à ioniser un échantillon, les 
molécules se brisent et les différents ions formés sont ensuite accélérés par un po-
tentiel avant d'être déviés par un champ magnétique. La spectrométrie de masse 
permet d’identifier les différents composants dans leur spectre de masse en utilisant 
le ratio masse/charge (m/z). L’ionisation été réalisée par impact électronique (bom-
bardement d’électrons) (IE), à 70eV et par ionisation chimique (IC) a 150eV. Les 
spectres de masse ainsi obtenus ont ensuite été comparés en utilisant le programme 
AMDIS (Système d’Identification et de Déconvolution des spectres de Masse Auto-
matique)(Davies, 1998), aux spectres de masse de molécules présentes dans les bi-
bliothèques de références NIST (National Institute of Standards and Technology) , 
ainsi qu’à une librairie interne du laboratoire de L’INRA de Versailles comprenant 
des données de références des phéromones de lépidoptères. L’identification des 
composés n’a été possible que lorsque les spectres de masse des constituants et ses 
indices de rétention coïncident avec ceux des bibliothèques. Dans ce cas 
l’identification du constituant est réalisée sans ambiguïté. Dans certains cas 
l’identification est rendue impossible en raison de données spectrales et d’indices de 
rétention correspondant à plusieurs, ou inversement à aucun, composés des biblio-
thèques. Les composés extraits chez les mâles et les femelles ont été comparés, et 
les composés chimiques présents chez les deux sexes ont été considérés comme ne 
faisant pas partie de la phéromone sexuelle d’H. metabus émise par la glande à phé-
romones. 
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4. IDENTIFICATION DES ESPECES D’HYLESIA 
RESPONSABLES DE LA PAPILLONITE EN GUYANE 
ET AU VENEZUELA  
 L’espèce H. metabus a été considérée responsable des épisodes de lépidopté-
risme massifs signalés en Guyane et au Venezuela depuis le siècle dernier (Polar et 
al., 2010). Cependant, cette considération se fonde sur un nombre limité de travaux 
de recherches en Guyane (Vassal, 1989; Vassal et al., 1993). En effet, la majorité des 
connaissances actuelles repose sur des données acquises au Venezuela (Jourdain et 
al., 2012), notamment concernant le comportement d’accouplement (Fornés et al., 
2000), la communauté des parasitoïdes (Hernández et al., 2009a), ou encore 
l’évaluation de l’efficacité des méthodes de traitement larvicides (Paniz-Mondolfi et 
al., 2011).  
 Les dispositifs de veille et de régulation des Hylesia en Guyane sont ainsi res-
tés marginaux et limités (Jourdain et al., 2012) bien que leurs pullulations y consti-
tuent un problème récurrent avec des enjeux socio-économiques liés à la présence de 
ces papillons en zones urbaines. Les derniers travaux de recherche sur la biologie 
des H. metabus Guyanais datent de 1989-1993 (Vassal, 1989; Vassal et al., 1993). 
Les données acquises par le Venezuela font donc office de référence pour développer 
des moyens de lutte en Guyane (Jourdain et al., 2012). Néanmoins les espèces 
d’Hylesia impliquées dans les épisodes de papillonite ne sont pas faciles à identifier 
avec certitude car les critères morphologiques sont peu diagnostiques. La définition 
de méthodes spécifiques de régulation des populations de ce papillon en Guyane im-
plique donc de préciser si les Hylesia des deux pays appartiennent à la même espèce 
et, si oui, s’ils représentent une seule population. C’est dans cette optique que ce 
chapitre rapporte les résultats des travaux que j’ai entrepris afin d’estimer la perti-
nence de transposer les données biologiques et les moyens de lutte des H. metabus 
du Venezuela en Guyane.  
4.1. Hylesia metabus : une unité taxonomique au sein 
du genre 
 La séquence d’ADN du gène mitochondrial Cox1 a été utilisée pour estimer 
les divergences génétiques interspécifiques au sein du genre et estimer une « valeur 
seuil » de divergence génétique entre espèces. Pour cela, l’approche d’unité taxono-
mique opérationnelle (OTU) a été utilisée comme proxy des espèces (Blaxter et al., 
2005). J’ai téléchargé 714 séquences d’Hylesia de la plateforme BOLD, dont 721 sé-
quences de 61 morpho-espèces, parmi lesquelles 27 séquences d’H. metabus et 53 
non identifiées. La méthode de l’ABGD a révélé, au sein de ces 714 séquences, 
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l’existence d’une rupture dans la distribution des distances par paires, située entre 
2 et 3%  
Figure 21).  
 
Figure 21: Distribution de la distance génétique (K80) par paire du fragment Cox 1 de 714 séquences d’Hylesia 
spp.. b, distance par pair classés, c, nombre de groupe parmi lesquels les séquencés ont été partitionnées en 
fonction des valeur de divergence intra-spécifiques. 
Aussi, les 774 séquences soumises à l’analyse de l’ABGD ont été partitionnées entre 
96 et 120 groupes pour les priors de divergence interspécifique compris respective-
ment entre 0.007 et 0.019. Parmi ces 96 groupes, les 27 séquences d’H. metabus ont 
été regroupées en un seul groupe. La réalisation d’un arbre de Neighbour joining, 
basé sur les séquences code-barres des 774 séquences de 510 pb, a montré égale-
ment le regroupement des 27 séquences d’H. metabus au sein des Hylesia (Figure 
22).  
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Figure 22 : a) Arbre Neighbour Joining de 774 séquences d’Hylesia (téléchargement à partir de BOLD en rouge 
des séquences appartenant à H. metabus ; B) Détail du nœud de l’arbre qui regroupe toutes les séquences d’H. 
metabus. 
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 Les séquences présentes sur BOLD identifiées morphologiquement comme 
appartenant à H. metabus sont associées à un seul groupe/BIN (AAA3035). Ce BIN 
AAA3035 contient notamment les métadonnées de 88 autres séquences, dont 59 sé-
quences identifiées morphologiquement comme H. metabus et 15 séquences identi-
fiées comme Hylesia sp. Le bin BIN AAA3035 contient des séquences d’individus de 
Guyane, du Pérou, du Venezuela, du Brésil, de Trinidad, de Bolivie, d’Equateur et 
de Colombie. La divergence maximale au sein du BIN AAA3035 n’excède pas 2.33%, 
et se distingue de son bin voisin le plus proche par une divergence minimale de 
2.45% (Figure 23). La concordance du regroupement basée sur la morphologie des 
H. metabus et leur regroupement en BIN dans BOLD, en Cluster par l’ABGD et 
dans l’arbre de Neighbour-joining a permis de mettre en évidence qu’H. metabus 
représente un groupe distinct et unifié par leurs barcodes au sein du genre. Cette 
indication m’a permis d’ajuster le seuil de divergence interspécifique, qui est géné-
ralement fixé à 2 % pour le Cox1 chez les lépidoptères (Burns, Janzen and 
Hajibabaei, 2008). Ce seuil a été utilisé pour permettre d’infirmer la présence 
d’espèces autres que H. metabus au sein d’un groupe de séquences en estimant leurs 
divergences. 
 
Figure 23: Distance génétiques par paires des séquences du BIN AAA3035 (bleu) et de son BIN le plus proche, 
tiré de BOLD (rouge). 
4.2. Identification des espèces d’Hylesia responsables de 
la papillonite en Guyane et au Venezuela.  
Pour préciser l’implication éventuelle d’autres espèces d’Hylesia en Guyane et 
au Venezuela dans les épisodes de papillonite, l’analyse des séquences de 414 pb du 
fragment Cox1 des d’individus d’Hylesia issus d’épisodes de pullulations en Guyane 
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et au Venezuela a été réalisé. Les séquences de 144 individus ont été utilisées, dont 
29 appartenant à des individus issus des pullulations de 2012, 35 d’individus issus 
des pullulations de 2014, et 29 appartenant à des individus du Venezuela. Un der-
nier groupe de 52 individus a été ajouté, correspondant à des séquences de papillons 
que j’ai identifiés comme appartenant à H. metabus capturés hors période de pullu-
lation. Une analyse par BLAST (Basic Local Alignment Tool) sur la plateforme 
BOLD des 144 séquences a renvoyé un pourcentage de similitude compris entre 
99.4% et 100 %. La totalité des séquences a ainsi renvoyé une correspondance avec 
une séquence de l’espèce H. metabus associée au BIN AAA3035. Les divergences des 
144 séquences ont montré une divergence inférieure à 0.01% pour les séquences du 
Cox1.  
L’assignation systématique des barcodes des Hylesia retrouvés dans les phé-
nomènes de pullulation en Guyane et au Venezuela a donc révélé de manière non 
ambiguë la présence d’une seule OTU au sein de nos quatre groupes. De par les dif-
férences morphologiques subtiles des Hylesia, l’utilisation des barcodes ADN a re-
présenté une précieuse source d’information complémentaire et indépendante pour 
corroborer les résultats de l’approche traditionnelle. Dans ce cas précis, la proximité 
des séquences des individus responsables des pullulations, en accord avec les obser-
vations rapportant l’implication d’H. metabus de papillonite en Guyane et au Vene-
zuela, nous a permis de recentrer notre étude sur les H. metabus et nous a amené à 
étudier plus spécifiquement la structure génétique de ses populations.  
Ces résultats ont été présentés de manière préliminaire dans le poster qui 
suit, accepté lors du 25ème Congrès International d’Entomologie, tenu à Orlando 
(Floride, USA) du 25 au 30 Septembre 2016. 
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5. STRUCTURE GENETIQUE ET DIVERSITE DES 
POPULATIONS D’H. METABUS LEPIDOPTERE 
RESPONSABLE DE LA PAPILLONITE EN GUYANE ET 
AU VENEZUELA. 
 Bien que H. metabus soit considérée comme l’espèce responsable des épisodes 
de lépidoptérisme au Venezuela et en Guyane depuis le XXème siècle, aucun article 
scientifique ne mentionne l’utilisation des outils moléculaires afin d’étudier la con-
nectivité génétique des individus de ces deux pays, outils pouvant pourtant s’avérer 
précieux à l’établissement des stratégies de lutte optimale contre cet insecte urti-
cant. 
 Dans cette optique, j’ai utilisé la méthodologie du séquençage haut débit 
d’une banque à ADN, que j’ai enrichie en motif microsatellites, ce qui m’a permis de 
dessiner les amorces encadrant plus de 4000 microsatellites potentiels. Parmi ceux-
ci, 30 ont été testés en laboratoire, et le multiplexage de sept microsatellites poly-
morphes a été analysé. La collaboration que j’ai mise en place avec le Venezuela, a 
permis d’intégrer à cette étude des H. metabus provenant du Venezuela. J’ai fina-
lement utilisé les sept microsatellites développés en association avec un marqueur 
mitochondrial pour analyser les H. metabus prélevés dans ces deux zones majeures 
de pullulation en d'Amérique du Sud. L’étude présentée dans l’article qui suit dé-
taille les résultats de ces analyses. Elle confirme notamment les résultats du cha-
pitre précédent en montrant que les individus des deux pays appartiennent proba-
blement à une même espèce génétiquement structurée en plusieurs populations. 
Les marqueurs microsatellites, validant les résultats mitochondriaux, suggèrent la 
présence de trois populations : l'une englobant tous les individus du Venezuela, et 
deux autres en Guyane.  
 Les H. metabus échantillonnés en Guyane semblent ainsi structurés en deux 
populations, la première regroupant les individus issus des sites de collectes 
proches de la côte, et la deuxième incluant des sites plus éloignés de la côte.  Les 
individus issus des pullulations de 2012 et 2014, ont tous été assignés au même 
cluster, formant un seul cluster avec les individus des autres sites côtiers. Ces ana-
lyses révélant que les H. metabus sont génétiquement structurés en plusieurs clus-
ters ont fourni une information capitale à la définition des unités de gestion de cet 
insecte. En effet, l’étude suggère que le déplacement des adultes d’H. metabus est 
très faible entre sites proches (quelques km) et n’est pas suffisante pour homogénéi-
ser génétiquement les populations à l’échelle régionale et locale ainsi que pour syn-
chroniser les dynamiques intra-cluster. Les clusters génétiques d’H. metabus identi-
fiés en Guyane sont en accord avec les observations antérieures des villes touchées 
par le passé par la papillonite, notamment Cayenne, Sinnamary, Iracoubo, Kourou, 
et certaines paradoxalement moins impactées telles que Montsinéry et Saint- Lau-
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rent du Maroni. Cela suggère que les pullulations s’initient à partir de sites côtiers 
qui, indépendamment les uns des autres, voient leur densité augmenter de manière 
très localisée, cela bien que l’ensemble fonctionne comme une seule population.  
 Cette structuration génétique observée est inhabituelle chez les insectes pul-
lulants qui présente généralement une homogénéité génétique. Les clusters géné-
tiques identifiés pouvant différer dans leur réponse aux stratégies de lutte, tels que 
les taux de résistance aux biocides, ou dans la composition de leurs phéromones 
sexuelles, nécessitent en conséquence la définition d'unités distinctes de gestion.  
La mise en évidence du caractère asynchrone et hétérogène de pullulations 
des H. metabus à petite échelle (10-20km), est un élément capital à prendre en 
compte dans la gestion de cet insecte. Notamment pour la surveillance et les relevés 
de terrain permettant l’estimation des densités de chenille et la prévision des pullu-
lations, qui de ce fait, doit s’effectuer à l’échelle d’une dizaine de km. Il est égale-
ment important de souligner la mise en évidence de l’homogénéité génétique du 
groupe côtier traduisant la connectivité génétique des individus de la côte ce qui, 
dans ce cas de figure, peut favoriser le transfert des gènes de résistances à un pro-
duit biocide.  
A l'avenir, les marqueurs développés pourront être utilisés pour améliorer la 
compréhension du fonctionnement des populations d’H. metabus, et enrichir la com-
préhension de leur dynamique et ainsi participer à la conception de programmes de 
lutte intégrés. H. metabus étant largement répandu en Amérique du Sud, l’étude de 
la susceptibilité de ses populations à pulluler sous certaine condition, permettra 
plus largement d’améliorer les connaissances de la dynamique des populations 
d’insectes phytophages en milieu tropicale hyper diverse. Tout ceci permettant à 
son tour d’évaluer le lien entre l’augmentation de la fréquence des pullulations des 
insectes phytophages généralistes et la perte de biodiversité. 
Ces résultats sont présentés dans l’article qui suit qui a été soumis dans le 
journal Tropical Ecology. 
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Abstract:  
Hylesia moths impact human health in South America, inducing epidemic outbreaks of lep-
idopterism, a puriginous dermatitis caused by the urticating properties of females’ ab-
dominal setae. The classification of the Hylesia genus is complex, owing to its high diversity 
in Amazonia, high intraspecific morphological variance, and lack of interspecific diagnostic 
traits which may hide cryptic species. Outbreaks of Hylesia metabus have been considered 
responsible for the intense outbreaks of lepidopterism in Venezuela and French Guiana 
since the C20, however, little is known about genetic variability throughout the species 
range, which is instrumental for establishing control strategies on H. metabus. Seven mi-
crosatellites and mitochondrial gene markers were analysed from Hylesia moths collected 
from two major lepidopterism outbreak South American regions. The mitochondrial gene 
sequences contained significant genetic variation, revealing a single, widespread, polymor-
phic species with distinct clusters, possibly corresponding to populations evolving in isola-
tion. The microsatellite markers validated the mitochondrial results, and suggest the pres-
ence of three populations: one in Venezuela, and two in French Guiana. All moths sampled 
during outbreak events in French Guiana were assigned to a single coastal population. The 
causes and implications of this finding require further research. 
Keywords: Human health, Hylesia metabus, Lepidoptera, lepidopterism outbreak, mi-
crosatellites, mitochondrial barcodes, Neotropics, population genetics, population outbreak. 
 
Abstracto:  
Las polillas del género Hylesia impactan la salud humana en Sudamérica, induciendo 
brotes epidémicos de lepidopterismo, una dermatitis pruriginosa causada por las propie-
dades urticantes de las setas abdominales de las hembras. La clasificación del género Hyle-
sia es compleja, debido a su gran diversidad en Amazonía, la alta variabilidad morfológica 
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intraespecífica y la falta de características diagnósticas interespecíficas que pueden ocultar 
especies crípticas. Se considerada a los aumentos explosivos de la población de Hylesia me-
tabus como responsable de los intensos brotes de lepidopterismo en Venezuela y la Guayana 
Francesa desde el S.20, sin embargo, se sabe poco sobre la variabilidad genética en toda su 
área de distribución, que es fundamental para establecer estrategias de control de H. meta-
bus. Siete microsatélites y marcadores de genes mitocondriales se analizaron en polillas de 
Hylesia recolectadas en dos regiones principales de brotes de Sudamérica. Los genes mito-
condriales contenían una variación genética significativa, que revela una única especie, di-
seminada geográficamente y polimórfica con grupos distintos, posiblemente correspondien-
do a poblaciones evolucionando de forma aislada. Los microsatélites validaron los resulta-
dos mitocondriales y sugieren la presencia de tres poblaciones: una en Venezuela y dos en 
la Guayana Francesa. Todas las polillas muestreadas durante los brotes en la Guayana 
Francesa fueron asignadas a una sola población costera. Las causas y las implicaciones de 
este hallazgo requieren más investigación. 
Introduction: 
Moths in the genus Hylesia Hübner, (Hübner, 1820)(Lepidoptera: Saturniidae) affect 
human health in South America (Carrera, 1991; Battisti et al., 2017), as both larvae and 
adults have urticating properties. Setae of mature larvae can cause dermatitis, an irritating 
skin rash, when in contact with human skin. Adult females, however, constitute a major 
human health concern. Their abdomen can release extremely urticating setae into the sur-
rounding air, causing severe disease outbreak events known as ‘lepidopterism’, including: 
itchy dermatitis, lesions of buccal mucosa, conjunctivitis, and respiratory distress (Lamy et 
al., 1982; Battisti et al., 2011). Hylesia are also considered agricultural pests as they can 
defoliate plants in agriculture and forest systems (Zanuncio et al., 1994; Santos et al., 1996; 
Specht et al., 2006). The genus Hylesia is complex, with more than 110 recognised species, 
displaying intraspecific morphological variances, sexual dimorphism, and few and minor 
interspecific diagnostic traits (Lemaire, 2002). These characteristics have led to numerous 
homonyms and several rearrangements within the genus (Lemaire, 2002). The lack of clear 
and easily identifiable diagnostic traits has resulted in lepidopterism reported without 
identification of the Hylesia species involved. The biology is partially known only for the 
few species that cause human health problems (Lemaire, 2002). One of these species, 
Hylesia metabus (Cramer 1775), is frequent at low altitudes in the Guianas, Venezuela, 
Brazil, Ecuador, Peru, and Bolivia, with the exception of the pacific side of the Andes moun-
tains, the southeast of Brazil, and arid and semi-arid zones (Lemaire, 2002). Like many 
other moths, H. metabus is attracted to artificial light. Combined with the species’ potential 
for outbreaking, this results in serious invasion events in human settlements. Although H. 
metabus has a large distribution range, population outbreaks and the associated lepidopter-
ism outbreaks are mainly reported from French Guiana (Vassal, 1989; Lemaire, 2002) and 
Venezuela (Paniz-Mondolfi et al., 2011) near the coast. Despite its impact on human health, 
many aspects of the biology of H. metabus remain unclear and its systematic status is still 
confused, with at least seven morphologically closely related species in the genus displaying 
minor differences in their genitalia and their wing patterns (Lemaire, 2002). H. metabus 
has been described as polyphagous, with host plant records including more than twenty-five 
tree species belonging to 16 different genera (Vassal, 1989; Lemaire, 2002). In French Gui-
ana, H. metabus is found in the coastal anthropized zones and in inland forests, displaying 
ecosystem-speciﬁc colour variation: the “pink and dull yellow” form, most commonly en-
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countered in coastal areas, and the “brown” form, occurring mainly in inland forests 
(Vassal, 1989; Lemaire, 2002). The morphological variations and the occurrence of popula-
tion outbreaks associated with particular ecotypes could indicate the existence of cryptic 
species. Cryptic species are usually understood to be two or more species classified as a sin-
gle one based on morphological similarity (Pfenninger and Schwenk, 2007). Effective inte-
grated insect management depends on accurate species delimitation, therefore, the first 
step of such management programmes must be the identification of all species involved 
(Irwin, 1999). Given H. metabus is a native species with a large geographical range that can 
experience rapid increases in local population density, the understanding of its movement 
patterns and population dynamics is also of critical importance to management pro-
grammes. Incorrect identification of species or of intraspecific entities can lead to pest con-
trol failures, by improper use of pesticides or incorrect introduction of host-specific control 
agents (Rosen, 1986; Van Toor et al., 2008). The recognition of cryptic species has increased 
rapidly in the C21 with advances in DNA sequencing technologies. Mitochondrial DNA 
(mtDNA) markers are the most commonly used genetic marker to approach the delimita-
tion of insect species thanks to the mtDNA high mutation rate, maternal inheritance, and 
high copy number (Ashfaq et al., 2016). Accordingly, mtDNA has been successfully used to 
identify and detect cryptic species complexes in Lepidoptera (Burns et al., 2008; Wilson, 
Sing and Sofian-Azirun, 2013; Huemer, Karsholt and Mutanen, 2014; Dincă et al., 2015). 
However, the use of mtDNA as a sole species identifier can be misleading in case of closely 
related species, introgression, or hybridization (Kekkonen et al., 2015). The issue can be 
resolved by using additional genetic markers, such as microsatellite markers, to assess the 
amount of gene flow among divergent lineages (McKendrick et al., 2017). Microsatellites are 
co-dominant and highly polymorphic nuclear markers that allow the detection of high-
resolution population genetic structure, and have thus been widely used to assess the ge-
netic structure of populations, and to inform the management of insect pest species. How-
ever, developing microsatellite markers in non-model species can be costly, time consuming, 
and especially problematic for some taxa such as butterflies and moths, mosquitoes, mites, 
ticks, nematodes, bivalves, and birds (Primmer et al., 1997; Fagerberg, Fulton and Black, 
2001; Cruz, Perez and Presa, 2005; Sinama et al., 2011). The high similarity of flanking 
regions among microsatellite loci, microsatellite association with transposable elements, 
and high frequency of null alleles are common issues encountered during the development 
of microsatellite markers for Lepidoptera (Meglecz et al., 2004; Nowak, Brown and 
Hellmann, 2009; Sinama et al., 2011). Nevertheless, advances in high throughput sequenc-
ing technologies, and its application to microsatellite-enriched libraries, has promoted the 
development of microsatellites for Lepidoptera (Franck et al., 2005; Torres-Leguizamon et 
al., 2009). Using mitochondrial markers, we investigate the existence of cryptic species in 
Hylesia moths involved in outbreaks of lepidopterism in French Guiana and Venezuela. 
Then, to specify the scale of population genetic structuring, we develop polymorphic mi-
crosatellite markers for H. metabus. Finally, we compare mitochondrial and microsatellites 
markers to analyse the genetic variation within and among 24 sampling sites in two areas 
where intense outbreak events have been recorded frequently over the last century, focus-
ing on assessing which populations to target with control programmes. 
 
Methods  
Sampling sites and DNA extraction  
A total of 399 individuals, morphologically identified as H. metabus, were collected 
in Venezuela and French Guiana, the main areas of reported H. metabus population out-
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breaks (Fig. 1). Samples were obtained from 11 sampling sites in French Guiana and 13 
sampling sites in Venezuela (VEN) between 2012 and 2015. Outbreak events were recorded 
in French Guiana in 2012 in the area of Cayenne (CAY) and in 2014 near Sinnamary (SIN). 
Larvae were collected by direct sampling on host plants, while moths were collected using 
light traps. Only one larva per caterpillar patch was analysed to avoid sampling of related 
larvae. Moths and larvae collected in the field were preserved in 70 % ethanol and stored at 
−20 °C. Total genomic DNA was extracted from one moth leg or from caterpillar Malpighian 
tubes using DNeasy Blood & Tissue kit (QIAGEN™, Hilden, Germany) following the manu-
facturer's protocol. 
Mitochondrial DNA sequencing and sequence analysis  
Primers to amplify a 614 base pair region of the mitochondrial cytochrome oxidase I 
(Cox1) gene were designed with Primer3 (Rozen et al., 2000) based on a ClustalW 
(Thompson, Gibson and Higgins, 2002) alignment of complete mitochondrial Cox1 gene se-
quences of Samia cynthia cynthia; Samia cynthia ricini, Antheraea pernyi, Eriogyna pyreto-
rum and Actias selene available on GenBank (GenBank accession number: KC812618, 
NC017869, JN215366, NC004622, AY242996, FJ685653, NC012727, NC018133, and 
JX186589). The specifically-designed primers for H. metabus, LCO-HYL (5′-ATA TTG 
GAA CTT TAT ATT TCA TTT TTG G-3′) and HCO-HYL (5′-CCT ACA GTA AAT ATA 
TGA TGA GC-3′), were used to amplify the Cox1 gene in 144 samples (Table 1) through 
polymerase chain reaction (PCR). For a subset of samples with degraded DNA, a shorter 
430 base pair region of the Cox1 was amplified with primers MLep F1: (5′ GCT TTC CCA 
CGA ATA AAT AAT A 3′) (Hajibabaei et al., 2006) and LepR1: (5′ TAA ACT TCT GGA 
TGT CCA AAA AAT CA 3′) (Hebert et al., 2010). PCR cocktails of 25 µL reactions had a 
final concentration of 0.025 units/µl of Taq polymerase (Sigma-Aldrich®), 1× PCR buffer 
(Sigma-Aldrich®), 2 mM of MgCl2, 1 mM of each dNTP, 0.2 µM of each primer, and 0.1-0.6 
ng of DNA. PCR conditions were as follows: initial denaturing step at 95 ° C for 5 min, 35 
amplification cycles (94 ° C for 30 s, 51 ° C for 35 s, 72 ° C for 45 s), and a final extension at 
72 ° C. PCR product were purified using Multiscreen 96-Well Filter Plates (EDM Milli-
poreTM) and then sequenced in both directions using the same primer pairs on an 
ABI3130XL DNA Genetic Analyzer (Applied Biosystems). Forward and reverse sequences 
were assembled into contigs and visually checked using CodonCode aligner version 4.2.4 
(CodonCode Corporation). The final alignment was truncated to omit missing base pairs. 
The 144 Cox1 sequences were aligned using ClustalW in MEGA 6 (Tamura et al., 2013), 
and the genetic distances among sequences calculated with the Kimura 2-parameter model 
in MEGA 6 (Tamura et al., 2013).The number of variable and parsimony-informative se-
quence sites, haplotype diversity (Hd), and nucleotide diversity (π) were determined using 
the program DnaSP V5 (Librado et al., 2009). Genetic differences among haplotypes were 
represented by median-joining network using popart (Leigh et al., 2015) according to sam-
pling sites of the 144 individuals. An analysis of molecular variance (AMOVA) was conduct-
ed using Arlequin (Excoffier et al., 2010), according to clusters inferred by the analysis of 
microsatellite data (see below).  
Microsatellite development, genotyping, and data analyses 
The total genomic DNA of six individuals from French Guiana was used to construct 
the microsatellite-enriched DNA library using an enrichment method for amplifying specif-
ic microsatellite repeats (Techen et al., 2010a). Briefly, genomic DNA was digested with two 
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restriction enzymes, and the resulting fragments ligated to specific adapters. Biotinylated 
oligo repeats (AG, AC, ACAG, ACCT, ATC, AAGC) were hybridised to select those contain-
ing microsatellite motifs, and subsequently amplified to construct the enriched library. The 
microsatellite-enriched DNA library was sequenced on an Ion Proton™ sequencer at the 
Platform Genome Transcriptome (PGTB) of the Center for Functional Genomics of Bor-
deaux (CGFB) generating 402,683 reads. Adaptors were removed using cutadap version 
1.2.1(Martin, 2011) and reads were trimmed using Sickle (Joshi and Fass, 2011): bases with 
a Phred score of <20 were filter out and reads shorter than 80 bases after trimming were 
removed. The quality of the remaining reads was checked using FastQC version 
0.10.0(Andrews, 2010). The resulting reads were assembled into contigs using the default 
options of CAP3 (Huang et al., 1999), and microsatellite loci were identified using QDD pi-
peline version 3.0 (Meglécz et al., 2010). Primer pairs were designed matching the flanking 
sequences of microsatellites repeats with Primer3 version 0.4.0 (Rozen et al., 2000). PCR 
primers were designed if (i) the resulting PCR product was between 100 and 350 bp long, 
(ii) the flanking region contained, at most, five repeats of any di-hexa base-pair motif, (iii) 
the annealing temperature of primers was between 57 and 63 °C, (iv) the self-
complementarities of primers and the complementarities between primers matched the 
quality criteria used as default parameters in Primer3.Primer pairss for the best 30 mi-
crosatellites were synthesised for initial validation. Primer pairs that successfully PCR-
amplified and produced polymorphic amplicons were selected and genotyped on 399 indi-
viduals of H. metabus collected from 24 sampling sites. Amplification was carried out using 
Multiplex PCR Kits (Qiagen). PCR cocktails of 6µl were composed of a final concentration of 
1x Master Mix, 0.2 μM of each R and F primer where the forward primer 5′-end was la-
belled with one of three fluorophores (6-FAM, VIC, or NED) (supplementary Table S1), and 
0.1-0.3 ng of DNA template. The thermocycler conditions were as follows: initial denatura-
tion at 95°C for 15 min, followed by 26 cycles of denaturation at 94 °C for 30 s, annealing 
at 58 °C for 1 min 30 s, extension at 72 °C for 1 min and final extension at 60 °C for 30 
min. Amplicons were sequenced on a ABI3130XL DNA Genetic Analyzer (Applied Biosys-
tems), with a GeneScan 500 LIZ dye Size Standard (Applied Biosystems) and fragments 
were sized with GeneMapper 3.7 (Applied Biosystems). Number of alleles per locus, and 
population heterozygosity statistics were calculated using Genalex 6.41 (Peakall & smouse 
2006). Departures from Hardy–Weinberg equilibrium and linkage equilibrium were tested 
using Genepop v 4.3 (Raymond and Rousset, 1995b). Null alleles and other potential tech-
nical biases were tested using Micro-Checker v2.2.3 (Van oosterhout et al. 2004). The level 
of genetic differentiation between sampling sites was estimated by computing pairwise FST 
(Weir et al., 1984) and the significance of each pairwise FST value was assessed by 10,000 
bootstrap permutations using Arlequin (Excoffier, L. and Lischer, 2010). G”ST (Meirmans et 
al., 2011) values were calculated using the DiveRsity package (Keenan et al., 2013) in the R 
programming language (R Core Team, 2017). Unbiased Global FST’s (Weir, 1996) were also 
estimated following the Excluding Null Alleles (ENA) method using FreeNA (Chapuis et al., 
2007). Population structure was inferred using two complementary clustering methods im-
plemented in R packages: Geneland (Guillot, Mortier and Estoup, 2005) and Adegenet 
(Jombart, 2008). Geneland estimates the number of populations (k) based on a model as-
suming population conformance to Hardy–Weinberg and linkage equilibrium, and assigns 
probabilistically individual genotypes to their population of origin; Geneland was run under 
both the correlated and uncorrelated allele frequency model, to evaluate the impact of ge-
netic assumptions on the estimation of k, and under the spatial and non-spatial model, to 
evaluate the impact of geographical distribution of individuals. The spatial model assumes 
that populations are spatially organized as a set of non-overlapping polygons. For all com-
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binations of conditions (allele frequency and spatial data) we allowed k to vary between 1 
and 10 in 10 independent runs, each with 100,000 iterations and a thinning of 100. The 
algorithm takes into account the presence of null alleles, hence all loci were retained 
(Guillot, Santos and Estoup, 2008). adegenet allows genetic-assumptions-free multivariate 
analysis of allele distributions. Population structure of the total dataset was inferred using 
multiple K-means clustering of discriminant analysis of principal component (DAPC) 
(Jombart et al., 2010), followed by assessment of the Bayesian information criterion (BIC), 
run for k values ranging from 1 to 10 using the function find.clusters. The curve of Bayesian 
information criterion (BIC) values for each k was visually examined and the elbow in the 
curve of BIC was chosen as the best k value. Principal components that explained more 
than 90 % of the cumulative variance were retained, as well as all discriminant functions. 
The frequencies of individuals assigned to the most probable cluster were mapped as pie 
charts to visualize the geographic distribution of the inferred clusters. To check reliability 
of the results, correspondence among the individual assignments to clusters estimated with 
both approaches was compared. The percentage of individuals assigned to the same cluster 
(up to 80 % of assignment probability) was calculated. A neighbour-joining (NJ) tree (Saitou 
et al., 1987) was constructed from microsatellite data using the chord distance (Cavalli-
Sforza et al., 1967) with 1,000 bootstrap replications using poppr package in R (Kamvar et 
al., 2013). An analysis of molecular variance (AMOVA) was conducted based on an average 
over seven microsatellite loci using Arlequin (Excoffier et al., 2010). 
 
Results 
The final alignment of the mitochondrial Cox 1, lead to 413 base pairs without gaps, 
with an average genetic distance of 0.005 (uncorrected p-distance) within the 144 individual 
samples. The mitochondrial gene revealed a total of 16 haplotypes separated by one to sev-
en mutations steps in the 144 individual samples (Fig 2), with 15 polymorphic sequence 
sites, and nine parsimony-informative sequence sites. Haplotype diversity of the total da-
taset was estimated to Hd=0.774 and a nucleotide diversity of π=0.052 (Table 1). Intra-
sampling site haplotype diversity varied from Hd=0.000 to Hd=0.700 and nucleotide diver-
sities (π) ranging from 0.001 to 0.007. The median-joining network of mtDNA shows that 
Haplotype 11 is the most frequent haplotype of French Guiana samples, shared among 
eight of the 11 sampling sites. Eleven haplotypes were private to single sampling sites. 
Haplotype 7 is the most frequent haplotype in Venezuela sampling sites and was restricted 
to Venezuela.  
Of the 402,683 reads sequenced from the microsatellite-enriched library, 294,471 passed 
the quality checks and had lengths between 80 and 466 bp. The cleaned reads were then 
assembled into 37,443 contigs with an average length of 271 bp and an average coverage 
depth of 4.10 reads per nucleotide position. A total of 4,117 microsatellite loci were identi-
fied, and 23,258 primer pairs were designed according to the flanking sequences of 1,398 
microsatellites repeats. Of the 30 primer pairs initially tested, 8 loci produced identifiable 
amplicons, whilst 22 failed to produce a PCR product. Of the eight loci tested, seven are 
polymorphic microsatellites (Table S1 for primers sequences, repeat motif, and allele size 
range). The microsatellite dataset contained several alleles, ranging from three to seven 
alleles per locus, with a mean number of 2,40 alleles per locus, and an average observed 
heterozygosity (HO) of 0.280. No significant linkage disequilibrium among loci was detected. 
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Significant departures from Hardy–Weinberg equilibrium (p < 0.001) were observed in 13 
of 168 single-locus exact tests (Supplementary table S2). Analysis with Micro-Checker re-
vealed that 13 departures could be due to null alleles. No locus showed evidence of scoring 
error due to stuttering or large allele dropout. The global value of FST (FST=0.305), FST calcu-
lated with ENA (FSTENA=0.307) and G”ST (G”ST=0.426), indicates the existence of genetic 
structure in the dataset. The repartition of pairwise FST and G”ST values among sampling 
sites (Table 2), shows strong and significant genetic differentiation between Venezuela and 
French Guiana samples and among French Guiana sampling sites. The pairwise FST calcu-
lated with ENA method give similar results (supplementary Table S3).  
The number of clusters inferred with the genetic-assumption-model-based approach imple-
mented in the software Geneland indicated the best possible k was k=3, with 92.5 % of the 
runs of the different models converging to k=3. The remainder of the runs indicated a best 
possible k for k=4 when assuming a correlated allele frequency and non-spatial model. 
However, those settings show lack of MCMC convergence, where the replicate chains lead 
to different estimation of the best possible k (supplementary file Table S4). Because all 
models identify generally similar structure patterns, identifying one cluster in Venezuela 
and two in French Guiana, only the map of posterior probabilities of H. metabus member-
ship defined by Geneland using the uncorrelated allele frequency model with spatial infor-
mation for k=3 are shown in Figure 3. Those result agree with the DAPC analysis showing 
an elbow of BIC values for k=3, the curve of BIC value continue to decrease after k>3, sug-
gesting possible finer organization levels or complex patterns of population genetic struc-
ture. The spatial distribution of those clusters corresponds to those inferred by Geneland 
(Figure 4). The NJ-tree organization also confirms the same genetic structure (Figure 3). 
Three groups are again identified: one for Venezuela and two for French Guiana. All meth-
ods split French Guiana sampling sites into two clusters, one containing Cayenne (CAY), 
Iracoubo (IRA), Kaw (KAW), Kourou (KOU), Saint-Elie (SAE), Sinnamary (SIN), which in-
cludes all samples associated with outbreak events (CAY, IRA, KOU, SIN). The other 
French Guiana cluster contained the sampling sites of Montsinery (MON), Paracou (PAR), 
Petit-Saut (PES), Kourou PK21 (PK2), and Saint-Laurent-du-Maroni (SLM) where no out-
break events have been reported since the beginning of the C20. The comparison of the per-
centage of individuals assigned to the same three clusters using the DACP and Geneland 
showed that more than 91 % of individuals were assigned to the same cluster with up to 80 
% assignment probability with both approaches. The AMOVA detected significant differen-
tiation among clusters inferred by Bayesian analysis in the mtDNA dataset. The result of 
the AMOVA (Table 2) show that 35 % of variability detected with microsatellites and 51 % 
(p<0.001) of variability detected with mtDNA was found among the three clusters of popu-
lations defined by Geneland and the DACP. Variance among sampling sites within these 
three clusters, explained 6.25% (p<0.001) and 19% (p<0.001) of the total variability for mi-
crosatellites and mtDNA respectively. The remainder of the variability was explained by 
individuals within sampling sites, 58.34% of the microsatellite variability and 28.49% in 
the mtDNA dataset (all p values p<0.001).  
 
Discussion 
As with many other examples of tropical forest species engaging in population out-
breaks only known through non-peer-reviewed literature (Dyer et al., 2012), scientific data 
available on H. metabus and on its population demographic patterns remain scarce, despite 
the frequent impact of H. metabus on human health since the beginning of the C20 
(Jourdain et al., 2012). Here, we provide the first evaluation of the number of Hylesia spe-
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cies involved in outbreak events in French Guiana and Venezuela confirmed by genetic 
markers. Furthermore, we provide evidence of the lack of connectivity among identified 
populations at the continental and local scale for an insect known to engage in asynchro-
nous outbreaks, contributing to the knowledge of population functioning and dynamics of 
tropical insects and the sources of outbreaks of lepidopterism (Dyer et al., 2012).  
Evaluation of microsatellite markers, null alleles, and overall low levels of genetic diversity. 
We have developed the first set of microsatellite markers for a species in the genus 
Hylesia, that have proven to be useful for detecting population genetic structure and con-
nectivity among populations. The microsatellites markers revealed that the H. metabus 
sample set exhibited low genetic diversity (consistently across loci and samples) compared 
to other Lepidoptera, as indicated by a relatively low mean number of alleles per locus (~2-
3) and a low mean observed heterozygosity ( 𝐻?´? = 0.270). Such low genetic diversity esti-
mates can be caused by presence of null alleles (failed amplifications) leading to apparent 
heterozygote deficit (Chapuis et al., 2007), and biased estimates of demographic parame-
ters, particularly overestimating within-population inbreeding (Gomes et al., 1999). Never-
theless, null alleles are expected to affect loci and populations heterogeneously, while in our 
study the low diversity congruence across loci and populations suggest a generally low di-
versity system. The F-statistics are potentially more affected by null alleles than Bayesian 
analysis of spatial genetic structure (Dakin and Avise, 2004; Dewoody, Nason and Hipkins, 
2006; Wagner, Creel and Kalinowski, 2006), and has a limited effect on NJ-tree topologies 
based on Cavalli-Sforza and Edwards (1967) genetic distances (Chapuis et al., 2007). In our 
analyses, all methods result in comparable patterns. Furthermore, the correction of allele 
frequencies for the presence of null alleles resulted in undistinguishable population struc-
ture patterns, altogether indicating that the observed genetic organization is not due to the 
effects of null alleles, but reflect the demographic and evolutionary history of H. metabus 
populations. Regardless of the potential bias on our microsatellite data, the analyses based 
on genetic models, multivariate analysis, and genetic distances provided congruent results. 
Furthermore, the microsatellite differentiation patterns we found among H. metabus sam-
ples are in concordance with the mitochondrial results, which also support genetic differen-
tiation among the sampled sites.  
Even if most other Lepidoptera species show higher levels of genetic diversity, low 
levels comparable to those found in H. metabus have been reported in some lepidopteran 
species with small and fragmented populations (Debinski, 1994). For example, in Lepidop-
tera that have experienced genetic bottlenecks during the process of speciation: Aglaope 
infausta (Schmitt and Seitz, 2004). Another explanation for the low genetic diversity we 
observe in our study could be that our sampling sites are located in the eastern part of the 
H. metabus geographic distribution range and the genetic diversity of animal populations 
has been shown to decline from the centre of its species distribution range to the periphery 
(Eckert, Samis and Lougheed, 2008). A more geographically exhaustive sampling would 
indicate whether the low genetic diversity we found for H. metabus is common throughout 
the species range, whether it signals the impact of low effective population sizes, or wheth-
er it is specific to the peripheral sites sampled.  
Hylesia metabus, a widespread species with differentiated populations 
Here we use mtDNA to assess the possibility that cryptic species are involved in dif-
ferent areas affected by episodes of population outbreaks causing lepidopterism outbreaks. 
 70 
The mtDNA revealed a total genetic p-distance below 0.1%. This corresponds to the range 
of intraspecific genetic distances found in tropical Saturniidae species (Janzen et al., 2012), 
which, combined with the presence of intermediate mtDNA haplotypes, supports the hy-
pothesis that Hylesia collected from two regions in South America experiencing population 
outbreaks of moths morphologically identified as H. metabus, belong to a single, wide-
spread, and polymorphic species with distinct clusters, possibly corresponding to popula-
tions evolving in isolation from one another.  
Both mitochondrial and nuclear data suggest differentiation between French Guianan and 
Venezuelan samples, with unshared mitochondrial haplotypes, and significant strong dif-
ferentiation detected with microsatellites, indicating that these populations are effectively 
isolated from one another.  
All samples collected in Venezuela share a common, private, and dominant mtDNA 
haplotype, and form a single cluster according to the microsatellite data, indicating that H. 
metabus, at least in the State of Sucre, Venezuela, belong to a single population. Our find-
ings also suggest that H. metabus in French Guiana comprise at least two different popula-
tions that are maintained despite their geographic proximity (few km). H. metabus mtDNA 
haplotypes are heterogeneously distributed in the French Guiana territory. Even though 
the most common haplotype (Hap11) represents more than 50 % of French Guiana individ-
uals, Hap11 is absent in the samples collected in Cayenne (CAY). Conversely, the most fre-
quent haplotype in CAY is a private haplotype Hap 5, which is a possible indication of pos-
sible sub-structuring. Geneland, the DAPC, and the NJ-tree analyses provide concordant 
results: splitting French Guiana sampling sites into two clusters. The congruence of indi-
vidual assignment using Geneland with correlated and uncorrelated allele frequency mod-
els indicates that there is a strong genetic structure signal in the dataset and that the in-
ferred pattern does not depend on the choice of genetic models and algorithms. Further-
more, the results of the AMOVA of the mtDNA haplotypes show significant genetic differ-
entiation among the three clusters inferred by microsatellite data, corroborating low gene 
flow at continental and at French Guiana scales.  
Drivers of population structure, population dynamics patterns, and management implica-
tions 
The factors that can generate genetic differentiation of phytophagous insects are ge-
ographical barriers, low dispersal ability, habitat fragmentation, and host plant availability 
(Mopper, 1996). These are not mutually exclusive and are most likely interrelated. All play 
a role in the management of insect regulation programmes. Gene flow in insect pest popula-
tions is an important factor for insect pest management programmes, as gene flow can facil-
itate the spreading not only of population increases, but also of insecticide‐resistant genes 
(Herzig, 1995). The estimates of global FST (FST=0.305, p<0.001) for H. metabus are compa-
rable to populations of Lepidoptera known to exhibit a low degree of dispersal (Franklin et 
al., 2014). The dispersal range of adult H. metabus is not precisely known, but Saturniidae 
are considered poor flyers compared to other Lepidoptera (Bouvier, 1928), and a maximum 
record of flight dispersal of about 14 km with the help of wind has been reported (Polar et 
al., 2010). Indeed, the exclusion of common mtDNA haplotypes and high genetic differentia-
tion between Venezuelan and French Guiana sampling sites is indicative of very limited 
connectivity between these distant locations. Whether H. metabus exhibits an isolation-by-
distance pattern or strong barriers to gene flow along the northern coast of South America 
would require sampling of intermediate locations along the coast. Given the geographical 
distances among Venezuelan sampling sites, the population genetic structure found here is 
in accordance with that expected in evolutionary time with the reported adult dispersal 
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ranges (Polar et al., 2010). The level of genetic structure between the two French Guiana 
clusters of H. metabus found here indicates strong restrictions to gene flow between the 
coast and inland sites (otherwise the genetic structure would be quickly erased) and hence, 
that population outbreaks of moths causing lepidopterism events are unlikely to spread 
between coastal and inland sites. The biological interpretation of H. metabus segregation 
among French Guiana sampling sites, where the two identified clusters split coastal en-
tropized zones from the rest of sampling sites, is more complex and cannot be explained on 
adult dispersal ranges alone. Genetic homogeneity appears to be typical of species of forest 
Lepidoptera experiencing cyclic population outbreaks, nevertheless, most studies are based 
on species displaying synchronous temporal patterns of population dynamics associated 
with high dispersal ability (Franklin et al., 2014). Contrarily, the recorded patterns of H. 
metabus outbreaks show that these events are generally restricted to a few km2 and, there-
fore, do not necessarily impact different countries, or even localities within countries, dur-
ing the same year or the same month. The mtDNA and microsatellite data suggest that all 
moths captured during outbreak events belong to the coastal cluster, which also contains 
moths captured during periods where no population increase of outbreaks of lepidopterism 
were reported. Given the patterns of genetic structure found, the source of the H. metabus 
population increases seem to come from local populations which experience a demographic 
increase, known as a pulse gradient outbreak (Berryman, 1987), as opposed to wide-ranging 
individuals from other localities such as is the case in other insects experiencing population 
increases (Chapuis et al., 2009). Such genetic similarity among coastal locations indicates 
some connectivity along the French Guiana coast, but the very localised independent popu-
lation dynamics suggest a metapopulation scenario (Hanski, 1997), perhaps driven by habi-
tat heterogeneity. Several studies of native insect pests show that outbreak events seem to 
be more regulated by local micro-environmental conditions than by the neutral genetic 
characteristics of the local population (Mun, Bohonak and Roderick, 2003; Chapuis et al., 
2008, 2009; Kobayashi et al., 2011). One critical environmental variable for phytophagous 
insects is host plant availability. Insect outbreaks are more frequent when host plants are 
aggregated or dense, while herbivory of host plants is significantly reduced in more diverse 
forests, as suitable hosts are geographically dispersed (Carson, Cronin and Long, 2004; 
Jactel and Brockerhoff, 2007). Hence, forest heterogeneity and stability environmental fac-
tors in the Neotropics might maintain low density H. metabus populations (Eveleigh et al., 
2007). Conversely, entropized coastal ecosystems, characterized by more homogenous vege-
tation and larger climatic variations, may enable outbreaks of the H. metabus coastal ge-
netic cluster. Although, H. metabus is reported to be a polyphagous species (Lemaire, 2002), 
host plant specialization has been shown to affect the adaptive population genetic structure 
of phytophagous insects (Boecklen and Mopper, 1998). The high level of genetic differentia-
tion between geographically proximal coastal and inland H. metabus populations could pos-
sibly be driven by ecological isolation based on host plant heterogeneity (Gond et al., 2009), 
and an increased retention of habitat-specific adaptations (Lenormand, 2002; Janzen et al., 
2009) in different H. metabus populations in French Guiana. Our sampling scheme does not 
allow us to reach firm conclusions on such host specificity between coastal and inland sites, 
as most individuals were captured at imago stage which have already dispersed from larvae 
development host plants. Such host plant-population association deserves further explora-
tion, as identifying host-specific populations of H. metabus that experience outbreaks would 
be of strategic importance in management plans. 
Conclusion: 
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Our analyses reveal that H. metabus is divided into several populations, which is 
highly relevant for defining management units. We conclude that movement of H. metabus 
moths from populations experiencing a sudden demographic increase is not sufficient to 
genetically homogenise populations at regional and local scales and to synchronize their 
dynamics. The genetic clusters of H. metabus identified in French Guiana are in good 
agreement with the observation of sites previously experiencing sudden moth population 
increases and outbreaks of lepidopterism and sites that did not. Such accordance prompts 
the definition of distinct management units that could differ in their response to pest con-
trol strategies, such as population-specific rates of biocide resistance, or population-specific 
variances of pheromones composition which would impact their susceptibility to phero-
mone-based traps. In the future, the markers developed here will be invaluable in under-
standing the demographic dynamics and connectivity patterns of H. metabus, which is es-
sential for the design of integrated control programmes. 
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Table 1. Locality represents the site code where sample was collected, n is the number of individuals; P, percentage of polymorphic loci; Na, mean number of alleles observed by locus; Ho and He 
are observed and expected heterozygosity, respectively; F is within-site inbreeding coefficients, P-val, indicates P-values from a global test of heterozygote deficiency, under the null hypothesis that 
the populations are at Hardy-Weinberg Equilibrium significant values (P < 0.001) are in bold. S, number of segregating sites; Ht, the number of haplotypes; Hd, haplotype diversity; π, nucleotide 
diversity; K, average number of nucleotide difference; HAP Haplotype name (haplotype frequency).  
  
 
Microsatellite markers 
 
Mitochondrial markers 
Region Locality n Na P Ho He F is P-val 
 
n S Ht Hd π K 
Hap 
VEN 
 
117   
 
   
 29 2 2 0.13 0.0006 0.266 Hap6 (2) & Hap7 (27) 
 
AJI 13 2 87 0.233 0.285 0.146 0.092  7 
     
Hap7(7) 
 
BAL 10 2 71 0.221 0.265 0.195 0.144  
      
 
 
BOC 12 2 71 0.226 0.242 -0.056 0.660  1 
     
Hap7(1) 
 
BRU 11 3 86 0.361 0.351 -0.035 0.657  1 
     
Hap7(1) 
 
CAI 5 2 71 0.486 0.335 -0.302 0.915  
      
 
 
CAJ 15 3 56 0.300 0.318 -0.015 0.750  
      
 
 
CAR 4 2 57 0.274 0.242 0.046 0.451  
      
 
 
CAS 1 1 42 0.429 0.214 - -  
      
 
 
CRU 7 2 71 0.163 0.206 0.213 0.261  2 
     
Hap7(2) 
 
GUA 13 2 57 0.183 0.181 0.029 0.242  8 
     
Hap6 (1) & Hap7(7) 
 
GUN 11 2 57 0.357 0.306 -0.147 0.791  6 
     
Hap7(6) 
 
MAR 9 2 57 0.212 0.334 0.387 0.005  4 
     
Hap6 (1) & Hap7(3) 
 
SAN 6 2 85 0.238 0.264 0.245 0.128  
      
 
FG 
 
282 
  
 
   
 115 12 14 0.70 0.0036 1.50  
 
CAY 103 3 100 0.202 0.279 0.270 0.000  25 4 4 0.62 0.0039 1.62 Hap1 (1), Hap2 (9), Hap4 (2), Hap5 (13) 
 
IRA 8 2 71 0.174 0.243 0.322 0.046  2 3 2 1.00 0.0073 3.00 Hap2 (1) & Hap11 (1) 
 
KAW 19 3 71 0.359 0.337 -0.039 0.222  
      
 
 
KOU 9 2 100 0.261 0.303 0.149 0.184  2 0 1 0.00 0.0000 0.00 Hap2 (2) 
 
MON 10 3 100 0.300 0.444 0.366 0.000  3 1 2 0.67 0.0016 0.67 Hap11 (2) & Hap16 (1) 
 
PAR 16 3 100 0.273 0.412 0.357 0.000  6 1 2 0.33 0.0008 0.33 Hap3 (1) & Hap11 (5) 
 
PES 6 3 86 0.250 0.369 0.390 0.000  2 0 1 0.00 0.0000 0.00 Hap 11 (2) 
 
PK2 8 3 100 0.400 0.537 0.305 0.000  4 1 2 0.50 0.0012 0.50 Hap8 (1)  & Hap11 (3) 
 
SAE 8 2 100 0.338 0.363 0.152 0.050  8 2 2 0.25 0.0012 0.50 Hap4 (1) & Hap11 (7) 
 
SIN 37 3 100 0.219 0.294 0.257 0.000  37 5 7 0.50 0.0022 0.89 Hap2(3), Hap3(1), Hap4(2), Hap9(1), Hap11 (6), Hap12 (3), Hap16 (1) 
 
SLM 58 4 100 0.338 0.466 0.259 0.000  26 5 6 0.70 0.0023 0.94 Hap10 (1), Hap11 (12), Hap12(3), Hap13 (1), Hap14 (8) , Hap15 (1) 
Total 
 
399 
  
 
   
 144 15 16 0.77 0.0052 2.26  
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Table 2. Results of analysis of molecular variance (AMOVA) of H. metabus.  
 
Microsatellite mtDNA 
Source of variation 
Sum of 
squares 
Fixation 
index 
Percentage of 
variation 
Sum of 
squares 
Fixation 
index 
Percentage of 
variation 
Among group 73.641 FCT=0.35 35.41% 83.447 FCT=0.52 51.6% 
Among populations 
within groups 
23.738 FSC=0.09 6.20% 23.738 FSC=0.41 19.8% 
Within populations 56.35 FST=0.35 58.34% 56.35 FST=0.71 28.4% 
 
 
 
 
Figure 1: Map of study area, sampling site codes in Venezuela and French Guiana. 
 
  
 81  
 
 
Figure 2: (A.) Haplotype network of Hylesia metabus based on Mitochondrial Cox1 marker. 
Colour represents the different haplotypes; Circle size dependdepends on the number of 
individual sequences; Distribution maps of mitochondrial haplotype frequencies in Vene-
zuela (B.) and French Guiana (C.). Sampling site 3 letter codes correspond to those in Table 
1.  
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Figure 3: (A.) Neighbour-joining tree based on Cavalli-Sforza & Edwards 1967 genetic dis-
tance of H. metabus sampling sites using seven microsatellites. Samples are coloured ac-
cording to the clusters inferred by Geneland. Nodes with over 70% Bootstrap support are 
indicated with the support value. (B.) Geographical maps of northern South America show-
ing the posterior probabilities of spatial population membership for each of the clusters in-
ferred by Genelandbased on seven microsatellite loci. Lighter shading indicates a higher 
probability of belonging to a genetic cluster, while red indicates a low probability of belong-
ing to the genetic cluster. The sea is represented in light blue. 
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Figure 4: (A.) Scatterplot output from a discriminant analysis of principal components 
(DAPC) of the genetic structure of H. metabus individuals based on seven microsatellites. 
The first two principal components of the DAPC are displayed, the clusters delineated by 
the K-means method are represented by the three colours: yellow=Venezuela, blue=coastal 
French Guiana, red=inland French Guiana. Distribution map of the proportion of individu-
al assignments to each of the 3 cluster in Venezuela (B.) and French Guiana (A.). 
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Supplementary Files: 
 
Table S1 Characteristics of seven polymorphic microsatellite loci in H. metabus  
Locus Code Locus name PRIMER SEQUENCES (5’-3’) PCR Product Repeat motif Colour 
SSR1 HY23847 
F : CATTCGGAGGACCCACAC(VIC) 
(99-102) (AC)8 VIC 
R : ACAGGGAGCATGCAACAAG 
SSR2 HY19456 
F : TGATAAATGAGCGTAATTCGG(VIC) 
(143-152) (ATC)8 VIC 
R : AGTCCTACGTCCAGCAGTGG 
SSR3 HY3208 
F : CCTGATTGTGTTGTCATCCGNED) 
(112-120) (AC)8 NED 
R : TTTGCGGGAATTATTTGGTG 
SSR4 HY14015 
F : AAACATGGTAGGGTGAAGCG(NED) 
(237-253) (AC)9 NED 
R : TGGAAGATTTGATTGCAGGG 
SSR5 HY37389 
F : CGATGAGAATTCCGCCTTAG(FAM) 
(192-196) (AC)8 6-FAM 
R : TTTCCACTAATCAAATGCTGC 
SSR6 HY31505 
F : GAAATAAAGACGCCGGTTTG(VIC) 
(114-118) (AC)9 VIC 
R : TTACAATTGAACGTGCGCTG 
SSR7 HY27067 
F : CGTTTGCATAACACGGTGAC(Vic) 
(208-222) (AG)9 VIC 
R : TACGGGACGAGTAGAGGTGC 
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Table S2. Characteristics of microsatellite loci. Locus: name of microsatellite locus, Pop: sampling site abbreviations correspond to Fig. 1 HO: observed heterozygosity; HE: 
expected heterozygosity; PHWE: probability that population is in HWE in bold, mono. = monomorphic, *= null allele. 
 
Locus SSR 1 Locus SSR 2 Locus SSR 3 Locus SSR 4 Locus SSR 5 Locus SSR 6 Locus SSR 7 
Pop HO HE PHWE HO HE PHWE HO HE PHWE HO HE PHWE HO HE PHWE HO HE PHWE HO HE PHWE 
Aji 0.393 0.409 0.184 0.074 0.077 0.885 0.278 0.303 0.014 0.351 0.368 0.014 0.000 0.000 mono 0.260 0.271 0.512 0.636 0.662 0.382 
Bal 0.420 0.442 0.880 0.180 0.189 0.725 0.406 0.464 0.046 0.255 0.268 0.055 0.000 0.000 mono 0.000 0.000 mono 0.595 0.626 0.237 
Boc 0.486 0.507 0.013 0.000 0.000 mono 0.480 0.533 0.025 0.288 0.301 0.923 0.000 0.000 mono 0.080 0.083 0.880 0.358 0.373 0.539 
Bru 0.483 0.506 0.022 0.244 0.255 0.965 0.673 0.725 0.019* 0.290 0.307 0.948 0.000 0.000 mono 0.236 0.247 0.601 0.533 0.558 0.046 
Cai 0.500 0.556 0.025 0.000 0.000 mono 0.625 0.833 0.572 0.420 0.467 0.241 0.000 0.000 mono 0.180 0.200 0.804 0.620 0.689 0.172 
Caj 0.320 0.331 0.333 0.258 0.267 0.999 0.594 0.679 0.217 0.210 0.218 0.974 0.000 0.000 mono 0.331 0.343 0.816 0.516 0.533 0.731 
Car 0.375 0.429 0.505 0.219 0.250 0.775 0.000 0.000 mono 0.444 0.533 0.386 0.000 0.000 mono 0.000 0.000 mono 0.656 0.750 0.238 
Cas 0.000 0.000 mono 0.500 1.000 0.317 0.000 0.000 mono 0.500 1.000 0.317 0.000 0.000 mono 0.000 0.000 mono 0.500 1.000 0.317 
Cru 0.133 0.143 0.839 0.000 0.000 mono 0.480 0.533 0.025 0.245 0.264 0.659 0.000 0.000 mono 0.245 0.264 0.659 0.337 0.363 0.471 
Gua 0.393 0.409 0.935 0.074 0.077 0.885 0.000 0.000 mono 0.142 0.148 0.764 0.000 0.000 mono 0.000 0.000 mono 0.656 0.685 0.504 
GuN 0.496 0.519 0.740 0.000 0.000 mono 0.625 0.667 0.572 0.397 0.416 0.214 0.000 0.000 mono 0.000 0.000 mono 0.624 0.654 0.266 
Mar 0.105 0.111 0.860 0.117 0.125 0.850 0.656 0.750 0.217 0.401 0.425 0.030 0.000 0.000 mono 0.438 0.464 0.314 0.623 0.660 0.274 
San 0.500 0.545 0.414 0.000 0.000 mono 0.375 0.500 0.637 0.320 0.356 0.025 0.000 0.000 mono 0.000 0.000 mono 0.653 0.712 0.540 
Cay 0.048 0.049 0.799 0.022 0.022 1.000 0.576 0.579 0.000* 0.100 0.100 1.000 0.368 0.370 0.017 0.122 0.123 0.849 0.716 0.720 0.000* 
Ira 0.117 0.125 0.850 0.000 0.000 mono 0.663 0.714 0.295 0.117 0.125 0.850 0.320 0.342 0.935 0.000 0.000 mono 0.486 0.530 0.107 
Kaw 0.526 0.541 0.000 0.000 0.000 mono 0.548 0.563 0.990 0.000 0.000 mono 0.355 0.364 0.063 0.234 0.240 0.933 0.693 0.713 0.584 
Kou 0.105 0.111 0.860 0.117 0.125 0.850 0.580 0.644 0.158 0.153 0.167 0.824 0.278 0.294 0.549 0.198 0.209 0.708 0.691 0.732 0.557 
SaE 0.305 0.325 0.514 0.227 0.242 0.983 0.611 0.667 0.034 0.133 0.143 0.839 0.648 0.692 0.215 0.117 0.125 0.850 0.500 0.538 0.705 
Sin 0.323 0.328 0.626 0.087 0.088 0.000 0.666 0.676 0.027 0.058 0.058 0.999 0.283 0.287 0.076 0.054 0.055 0.864 0.586 0.596 0.001* 
Mon 0.180 0.189 0.725 0.642 0.680 0.150 0.597 0.652 0.081 0.370 0.392 0.027 0.335 0.353 0.891 0.335 0.353 0.288 0.645 0.679 0.001* 
Par 0.375 0.387 0.182 0.622 0.646 0.025* 0.351 0.366 0.000* 0.061 0.063 0.897 0.430 0.444 0.001* 0.369 0.381 0.001 0.675 0.702 0.519 
PeS 0.375 0.409 0.414 0.486 0.530 0.083 0.594 0.679 0.217 0.292 0.318 0.971 0.000 0.000 mono 0.153 0.167 0.824 0.681 0.742 0.243 
PK2 0.492 0.525 0.028 0.594 0.633 0.001* 0.735 0.791 0.395 0.459 0.495 0.296 0.305 0.325 0.514 0.469 0.500 0.850 0.708 0.773 0.226 
Slm 0.348 0.351 0.148 0.578 0.584 0.000* 0.749 0.759 0.000* 0.396 0.400 0.001* 0.446 0.450 0.095* 0.176 0.178 0.888 0.567 0.572 0.447 
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Table S3. Pairwise population differentiation (G”ST below the diagonal and FST above the diagonal) based on microsatellite data. 
FST-G”ST values coloured according to distance from 0; in bold is significant FST values (p < 0.001). Population abbreviations correspond to Fig. 1 and their colouration in the diagonal corresponds to the three predomi-
nant assignment to the K=3 GENELAND clusters.  Black box highlights sampling sites groups of these 3 main clusters.   
AJI -0.048 0.193 0.017 0.042 -0.007 -0.112 0.001 0.010 0.081 0.050 0.169 0.454 0.442 0.359 0.389 0.371 0.422 0.348 0.343 0.434 0.306 0.246 
-0.037 BAL 0.149 -0.009 0.023 -0.023 -0.136 -0.012 -0.012 0.048 0.041 0.131 0.412 0.412 0.324 0.347 0.341 0.384 0.313 0.299 0.397 0.294 0.204 
0.290 0.235 BOC 0.032 -0.044 0.048 0.195 0.125 0.350 -0.006 0.032 -0.063 0.485 0.454 0.394 0.397 0.376 0.436 0.330 0.324 0.413 0.353 0.236 
0.046 0.015 0.068 BRU -0.040 -0.039 -0.047 0.013 0.121 -0.001 0.015 -0.002 0.392 0.325 0.279 0.276 0.261 0.328 0.281 0.280 0.346 0.250 0.193 
0.070 0.035 -0.040 -0.048 CAI -0.017 0.092 0.051 0.229 -0.083 -0.048 -0.059 0.408 0.383 0.327 0.294 0.300 0.377 0.266 0.271 0.338 0.236 0.198 
0.017 0.003 0.108 -0.033 -0.002 CAJ -0.089 -0.055 0.112 0.029 -0.041 0.048 0.447 0.401 0.326 0.345 0.334 0.392 0.275 0.286 0.365 0.269 0.193 
-0.047 -0.073 0.367 0.045 0.129 0.023 CAR -0.067 -0.004 0.091 -0.014 0.209 0.431 0.422 0.348 0.340 0.346 0.401 0.271 0.298 0.355 0.207 0.184 
0.041 0.032 0.202 0.045 0.091 -0.033 0.079 CRU 0.128 0.084 -0.015 0.137 0.513 0.529 0.399 0.451 0.419 0.479 0.330 0.344 0.442 0.340 0.229 
0.025 -0.009 0.448 0.172 0.241 0.150 -0.017 0.175 GUA 0.200 0.209 0.346 0.462 0.530 0.410 0.480 0.464 0.453 0.436 0.402 0.534 0.396 0.286 
0.130 0.082 0.000 0.000 -0.144 0.054 0.180 0.129 0.269 GUN 0.025 -0.058 0.429 0.400 0.344 0.339 0.326 0.387 0.319 0.308 0.394 0.311 0.23 
0.111 0.110 0.092 0.060 -0.020 -0.010 0.172 0.043 0.284 0.056 MAR 0.015 0.509 0.456 0.380 0.398 0.377 0.450 0.239 0.255 0.331 0.265 0.2 
0.275 0.220 -0.023 0.046 -0.114 0.126 0.357 0.247 0.416 -0.067 0.111 SAN 0.422 0.373 0.341 0.307 0.300 0.361 0.303 0.313 0.369 0.274 0.232 
0.641 0.583 0.680 0.542 0.562 0.625 0.623 0.723 0.661 0.601 0.712 0.596 CAY 0.079 0.086 0.000 0.114 0.073 0.469 0.421 0.458 0.383 0.352 
0.656 0.604 0.634 0.496 0.563 0.605 0.649 0.723 0.703 0.583 0.693 0.557 0.126 IRA 0.100 -0.015 -0.012 -0.023 0.373 0.342 0.376 0.276 0.263 
0.552 0.495 0.581 0.429 0.494 0.492 0.544 0.598 0.597 0.524 0.585 0.520 0.121 0.158 KAW 0.048 0.076 0.070 0.324 0.295 0.337 0.259 0.22 
0.594 0.532 0.580 0.443 0.473 0.543 0.585 0.656 0.640 0.516 0.643 0.498 0.011 0.013 0.074 KOU 0.004 0.026 0.331 0.310 0.340 0.227 0.234 
0.593 0.539 0.558 0.428 0.496 0.527 0.587 0.639 0.644 0.517 0.627 0.488 0.157 0.010 0.117 0.027 SAE 0.045 0.239 0.237 0.222 0.141 0.165 
0.620 0.564 0.627 0.477 0.543 0.572 0.604 0.690 0.653 0.563 0.657 0.531 0.104 -0.011 0.105 0.050 0.073 SIN 0.402 0.360 0.398 0.321 0.285 
0.584 0.535 0.532 0.502 0.511 0.474 0.565 0.562 0.642 0.540 0.452 0.559 0.660 0.627 0.534 0.586 0.450 0.606 MON -0.024 -0.045 0.020 -0.006 
0.568 0.503 0.516 0.479 0.487 0.469 0.561 0.576 0.614 0.517 0.450 0.545 0.593 0.572 0.487 0.527 0.425 0.547 -0.010 PAR 0.005 0.067 0.033 
0.673 0.623 0.616 0.580 0.589 0.595 0.667 0.669 0.720 0.614 0.583 0.627 0.637 0.591 0.532 0.568 0.405 0.583 -0.015 0.058 PES 0.054 0.002 
0.551 0.540 0.596 0.479 0.512 0.490 0.522 0.609 0.617 0.558 0.537 0.565 0.531 0.508 0.446 0.448 0.306 0.489 0.092 0.159 0.176 PK2 0.069 
0.464 0.400 0.444 0.369 0.405 0.370 0.429 0.449 0.523 0.434 0.392 0.467 0.538 0.495 0.401 0.450 0.325 0.483 0.011 0.076 0.043 0.148 SLM 
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Table S4: Details of Geneland runs output . 
Number of iteration : 1e+05 
Thinning : 100 
Spatial information as 
prior TRUE FALSE TRUE FALSE 
Allele frequency model Correlated Uncorrelated  
Run number K 
Average posterior probabil-
ity K 
Average posterior proba-
bility K Average posterior probability K 
Average poste-
rior probability 
1 3 -4432.528 3 -6387.82 3 -5185.175 3 -6845.101 
2 3 -4624.993 4 -6176.248 3 -5358.515 3 -8149.133 
3 3 -4908.845 3 -6936.877 3 -5357.36 3 -6822.038 
4 3 -5076.983 3 -6330.144 3 -5473.179 3 -7360.205 
5 3 -5728.272 3 -6835.703 3 -5707.007 3 -6907.575 
6 3 -4907.322 3 -6181.609 3 -5201.154 3 -6894.687 
7 3 -4311.075 4 -6126.171 3 -5385.565 3 -7565.744 
8 3 -4890.784 3 -6215.936 3 -5284.528 3 -7358.087 
9 3 -4734.856 4 -8269.445 3 -5329.533 3 -7129.702 
10 3 -4274.33 3 -6338.096 3 -4979.13 3 -7557.956 
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Table S3. Pairwise population differentiation (FST below the diagonal and FST using ENA above the diagonal) based on microsatellite data calculated with FREENA. 
FST values redder coloured according to distance from 0, Sampling site abbreviations correspond to Fig. 1 and their colouration in the diagonal corresponds to the three predominant 
assignment to the K=3 GENELAND clusters.  Black box highlights sampling sites groups of these 3 main clusters 
AJI -0.03 0.09 0.02 0.01 0.01 -0.04 0.03 0.04 0.05 0.02 0.08 0.52 0.47 0.38 0.42 0.40 0.44 0.30 0.28 0.37 0.30 0.22 
-0.03 BAL 0.07 0.01 0.01 0.01 -0.08 0.03 -0.01 0.03 0.06 0.06 0.49 0.45 0.35 0.39 0.37 0.40 0.30 0.26 0.37 0.32 0.20 
0.12 0.09 BOC 0.00 0.02 0.03 0.11 0.08 0.22 0.00 0.09 0.04 0.52 0.49 0.40 0.44 0.41 0.44 0.36 0.31 0.42 0.39 0.25 
0.01 0.00 0.02 BRU 0.01 0.00 0.01 0.04 0.12 0.00 0.05 0.02 0.43 0.36 0.29 0.32 0.30 0.33 0.30 0.26 0.34 0.29 0.21 
0.01 0.00 0.00 -0.01 CAI 0.04 0.04 0.11 0.15 -0.05 0.04 -0.03 0.48 0.45 0.36 0.36 0.36 0.41 0.29 0.27 0.36 0.28 0.23 
-0.01 0.00 0.04 -0.01 0.03 CAJ -0.01 -0.01 0.08 0.05 0.01 0.08 0.52 0.46 0.35 0.41 0.39 0.42 0.30 0.25 0.36 0.33 0.22 
-0.06 -0.08 0.11 -0.02 0.04 -0.04 CAR 0.05 -0.01 0.05 0.04 0.08 0.51 0.50 0.37 0.41 0.39 0.43 0.29 0.25 0.37 0.29 0.22 
0.01 0.00 0.11 0.03 0.08 -0.03 0.00 CRU 0.14 0.09 0.02 0.17 0.56 0.57 0.42 0.50 0.46 0.49 0.32 0.30 0.42 0.37 0.22 
0.01 -0.02 0.24 0.10 0.14 0.07 -0.01 0.11 GUA 0.16 0.18 0.20 0.52 0.56 0.41 0.49 0.48 0.45 0.41 0.36 0.49 0.42 0.28 
0.05 0.03 0.00 0.00 -0.06 0.05 0.04 0.09 0.15 GUN 0.07 -0.03 0.47 0.43 0.35 0.37 0.36 0.39 0.32 0.28 0.37 0.33 0.23 
0.02 0.03 0.06 0.03 0.00 -0.02 -0.01 -0.01 0.15 0.05 MAR 0.09 0.55 0.51 0.40 0.45 0.43 0.47 0.27 0.26 0.36 0.32 0.23 
0.08 0.05 -0.01 0.00 -0.05 0.06 0.07 0.14 0.18 -0.05 0.05 SAN 0.48 0.45 0.37 0.37 0.36 0.39 0.34 0.30 0.40 0.33 0.27 
0.52 0.47 0.52 0.42 0.47 0.51 0.50 0.55 0.50 0.46 0.54 0.46 CAY 0.05 0.10 0.01 0.11 0.06 0.49 0.42 0.45 0.41 0.37 
0.48 0.45 0.49 0.36 0.44 0.46 0.49 0.56 0.55 0.43 0.50 0.43 0.07 IRA 0.09 -0.02 0.02 -0.02 0.41 0.35 0.40 0.33 0.28 
0.37 0.34 0.40 0.29 0.36 0.35 0.37 0.41 0.41 0.35 0.39 0.36 0.09 0.10 KAW 0.07 0.08 0.07 0.33 0.28 0.32 0.29 0.23 
0.41 0.38 0.43 0.31 0.35 0.40 0.40 0.49 0.48 0.37 0.44 0.35 0.01 -0.01 0.06 KOU 0.03 0.03 0.37 0.30 0.35 0.29 0.27 
0.39 0.37 0.41 0.29 0.34 0.38 0.37 0.45 0.47 0.35 0.41 0.34 0.12 0.00 0.08 0.02 SAE 0.06 0.27 0.23 0.24 0.19 0.19 
0.46 0.43 0.47 0.35 0.43 0.44 0.45 0.51 0.47 0.41 0.48 0.40 0.07 -0.02 0.07 0.03 0.05 SIN 0.41 0.34 0.38 0.34 0.29 
0.31 0.30 0.35 0.30 0.28 0.29 0.27 0.31 0.40 0.31 0.26 0.33 0.49 0.39 0.32 0.35 0.25 0.42 MON 0.00 -0.02 0.04 0.01 
0.30 0.27 0.32 0.28 0.26 0.27 0.25 0.32 0.37 0.29 0.26 0.30 0.43 0.35 0.29 0.30 0.23 0.37 -0.02 PAR 0.02 0.08 0.03 
0.39 0.37 0.42 0.34 0.34 0.37 0.36 0.42 0.49 0.37 0.34 0.39 0.46 0.39 0.32 0.35 0.22 0.40 -0.04 0.00 PES 0.06 0.01 
0.31 0.31 0.38 0.27 0.26 0.31 0.26 0.34 0.40 0.31 0.30 0.31 0.41 0.30 0.27 0.25 0.15 0.34 0.02 0.06 0.05 PK2 0.08 
0.22 0.20 0.24 0.21 0.22 0.22 0.21 0.22 0.27 0.22 0.22 0.26 0.37 0.27 0.22 0.26 0.17 0.30 0.00 0.03 0.00 0.07 SLM 
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6. CONTRIBUTION A LA COMPREHENSION DU 
COMPORTEMENT SEXUEL CHEZ HYLESIA 
METABUS 
 
6.1. Aperçu synthétique des phéromones de Lépidop-
tères Saturniidae et objectifs de l’étude 
 
Chez les insectes, la communication par médiation chimique est très répandue et 
impliquée dans de nombreux comportements. Cette communication passe par 
l’intermédiaire de composés chimiques appelés sémio-chimiques. Produits par un 
organisme dit « émetteur », ces sémio-chimiques ont la capacité de modifier le com-
portement et/ou la physiologie de l’organisme dit « récepteur ». Les insectes possè-
dent des récepteurs, principalement antennaires, leur permettant de percevoir les 
informations correspondantes. C’est un moyen de communication à la fois entre 
membres d’espèces différentes, on parle alors de molécules allélochimiques 
(Whittaker and Feeny, 1971), et de phéromones lors de communication entre 
membres de la même espèce (Karlson and Lüscher, 1959). Les phéromones ont été 
décrites pour la première fois par Karlson et Lüscher en (1959), et peuvent être dis-
tinguées selon le comportement dans lequel elles sont impliquées. Chez les insectes, 
elles sont en particulier impliquées dans les phénomènes d’agrégation, la création 
de piste, le déclenchement d’un signal d’alarme, ainsi que la reconnaissance et la 
rencontre du partenaire sexuel. Les phéromones dites « sexuelles » sont impliquées 
dans ces mécanismes de rencontre et de reconnaissance du partenaire sexuel (Speci-
fic Mate Recognition System), deux processus intervenant dans la définition de 
l’espèce selon Paterson (1985). L’accouplement n’aura ainsi lieu que si les deux par-
tenaires se sont trouvés, reconnus, et finalement acceptés, et s’il y a compatibilité 
des pièces génitales et gamétiques entre les deux partenaires. En effet, les consti-
tuants chimiques du mélange de la phéromone, leur ratio, leur dosage ainsi que le 
rythme d’émission temporel sont spécifiques à une espèce donnée, participant à 
l’isolement reproducteur entre espèces et au maintien de chaque espèce. Les études 
concernant les phéromones de lépidoptères ont montré l’existence de variations 
entre individus (Allison and Cardé, 2008), entre populations (Hansson et al., 1990) 
et entre espèces (Byers, 2006). A l’heure actuelle, un grand nombre de phéromones 
sexuelles ont été identifiées, principalement chez les espèces ravageuses de culture, 
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car les phéromones pouvaient être utilisées comme méthodes de lutte alternative ou 
complémentaire aux insecticides. En comparaison des autres familles de lépidop-
tères, relativement peu de composés ont été identifiés chez les Saturniidae (The 
Pherobase ; www.pherobase.com). Ces identifications concernent essentiellement les 
genres Actias, Antheraea, Coloradia, Hemileuca, Saturnia, et plus récemment 
Graellsia (Millar et al., 2010). 
Chez la majorité des espèces de lépidoptères, c’est la femelle qui attire le 
mâle en utilisant une phéromone spécifique constituée de deux composés ou plus 
(Ando, Inomata and Yamamoto, 2004a). La période pendant laquelle les femelles 
émettent la phéromone sexuelle est nommée période d’appel. Elle correspond géné-
ralement à la période d’accouplement. Lors de l’appel, la femelle adopte un compor-
tement particulier, déployant une glande à phéromone située à l’extrémité de son 
abdomen. Chez environ 75% des lépidoptères, la biosynthèse de la phéromone se 
fait de novo à partir d’acides gras précurseurs (Allison and Carde ́, 2016). Les com-
posés de la phéromone sont des chaînes linéaires de 10 à 18 carbones qui portent un 
groupe fonctionnel, le plus couramment ce sont des fonctions alcools, acétates ou 
aldéhydes (Type I). Chez certains autres lépidoptères, notamment appartenant aux 
familles Noctuidae et Geometridae, les composants phéromonaux sont synthétisés à 
partir d’acides linoléiques issus de l’alimentation (Type II). Les phéromones possè-
dent alors une chaine à 17-23 carbones et sont constitués de polyènes hydrocarbona-
tés, pouvant porter une fonction époxyde (Millar, 2000). Chez certaines espèces, la 
phéromone peut être constituée d’un mélange de composés des deux types issus des 
deux voies de biosynthèse (Wang et al., 2010). Chez les Saturniidae les composés 
sont de Type I, et ils possèdent des chaines carbonées majoritairement en C16 mais 
pouvant varier de C10 à C16 portant des acétates des aldéhydes ou des alcools 
(http://www.pherobase.com). 
 L’évolution des mélanges phéromonaux chez les Lépidoptères a des liens di-
rects avec la phylogénie (Ando, Inomata and Yamamoto, 2004b), et il n’est pas rare 
que des espèces proches utilisent des mélanges de composés proches, voire simi-
laires. Cependant, pour que les divergences spécifiques subsistent en sympatrie, il 
faut que l’isolement reproducteur soit maintenu. Dans un tel cas, l’isolement peut 
être assuré par l’utilisation de composés de structure différente ou de celle de com-
posés proches mais présentant une configuration stéréo-isomèrique E-Z différente 
(Kochansky et al., 1975). L’utilisation de composés similaires est également possible 
grâce à des ratios différents, ou par l’utilisation de composés antagonistes. Par 
exemple, les phéromones de deux races d’hôtes de la pyrale du maïs, Ostrinia nubi-
lalis (Pyralidae), sont toutes deux constituées d’un mélange d'acétate de (E)- et de 
(Z)-11-tetradecenyl, mais se distinguent par des ratios E:Z respectifs de 96:4 et 3:97 
(Kochansky et al., 1975). Une situation similaire est observée chez la tordeuse du 
mélèze, Zeiraphera griseana (Tortricidae) où les races-hôtes sur mélèze et pin se 
différencient par des mélanges phéromonaux différents (Dormont et al., 2006). 
L’isolement reproducteur des populations, bien que sympatriques, est donc mainte-
nu par l’attractivité préférentielle des mâles pour le mélange des femelles de leur 
race d’hôte, limitant ainsi les croisements interraciaux (Emelianov et al., 2003). 
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La périodicité de libération de la phéromone constitue un mécanisme impor-
tant d'isolement reproducteur chez les Lépidoptères (Zaspel, Cardé and Weller, 
2008; Allison et al., 2016). En effet, la période d’appel correspond généralement à la 
période d’accouplement. Par exemple, les espèces Platyptilia carduidactyla et P. 
williamsii (Pterophoridae), possèdent la même phéromone mais ne la libèrent pas 
au même moment, assurant ainsi l’isolement reproducteur (Haynes and Birch, 
1986). La périodicité d’émission des phéromones est dépendante de plusieurs fac-
teurs tels que la température, l’âge des femelles, la présence ou non de plantes 
hôtes, etc. (Allison et al., 2016). En revanche, elle est globalement constante dans 
des conditions similaires, car régulée par des facteurs endogènes. Teal et Byers 
(1980) ont ainsi montré qu’en dépit de l’augmentation de la température le parti-
tionnement temporel de trois espèces proches d'Euoxa (Noctuidae) est maintenu par 
décalage simultané de la période d’appel.  
Les étapes nécessaires à la caractérisation d’une phéromone de Lépidoptère, 
passent à la fois par une phase d’identification chimique des composés mais égale-
ment par des tests comportementaux permettant de les valider. Connaitre la pé-
riode durant laquelle les phéromones sont produites par la femelle est indispensable 
afin de pouvoir les étudier chimiquement, cette période correspondant en général à 
la période d’appel des femelles. L’identification des composés perceptibles par les 
capteurs sensoriels des mâles peut ensuite être réalisée par électro-antennographie, 
au-travers de l’étude des réponses électriques des antennes des mâles aux composés 
volatils envoyés vers ces antennes. Il est cependant indispensable d’y adosser des 
tests comportementaux permettant de révéler si ces réponses électriques procèdent 
d’une réelle attractivité ou d’une répulsion, ou encore si les composés effectivement 
perçus n’engendrent pas de réponse comportementale. La synthèse de ces composés 
permet la réalisation de tels tests d’attractivité des mâles en conditions contrôlées. 
Une fois les composés attractifs identifiés en laboratoire une phase de test par pié-
geage permet d’ajuster le ratio du mélange.  
Les phéromones de Saturniidae Hemileucinae connues à ce jour concernent 
moins de 10 espèces, appartenant à 3 genres (http://www.pherobase.com), Colora-
dia, Hemileuca, et Lonomia. Elles incluent quatre espèces du genre Hemileuca, res-
ponsables d’érucisme chez l’homme aux Etats-Unis (Mcelfresh, Hammond and 
Millar, 2001), deux espèces du genre Coloradia (McElfresh and Millar, 1999) et une 
espèce de Lonomia (Zarbin et al., 2007). Les mélanges de composés de ces deux 
genres se composent principalement d'un sous-ensemble spécifique des composés de 
E10,Z12-16:Ac, E10,Z12-16:OH, E10,Z12-16:Ald, et de E10,E12-16:Ac, mélangé 
dans certains cas avec d'autres composants mineurs. En outre, un antagonisme in-
terspécifique de l'attraction est provoqué par des composants mineurs des mé-
langes. Le mélange de la phéromone de Coloradia velda se compose d'un rapport 
100:10:0,33 de E10, Z12-16:Ac, E10,E12-16:Ac et E10,Z12-16:OH, mais l'attraction 
est inhibée avec des doses croissantes d'E10, Z12-16:Ald (McElfresh et al., 1999). En 
revanche, le mélange de phéromones de Coloradia pandora pandora contient du 
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E10, Z12-16:Ald en tant que composant majeur, avec des quantités moindres en 
acétates E10,Z12-16:Ac et E10,E12-16:Ac (McElfresh et al., 1999). Dans l'ensemble, 
les composants de ces phéromones sont basés sur des motifs structuraux assez cou-
rants, ayant été trouvés dans les mélanges de phéromones des familles Saturniidae, 
Bombycidae, Sphingidae et Pyralidae (Am et al., 1999). Par ailleurs, une étude con-
duite sur la phéromone de Lonomia oblica, un autre Saturniidae sud-américain ex-
trêmement venimeux à l’état de chenille mais de la sous-famille Saturniinae, a 
montré que deux autres composés, E11-16Ac et E11-16OH, sont perceptibles par les 
antennes des mâles (Zarbin et al., 2007),, mais l’absence de tests d’attractivité cor-
respondant ne permet pas d’affirmer que ces composés ont effectivement un rôle 
dans le comportement sexuel. 
 
Concernant Hylesia metabus, à l’exception de la phase d'accouplement détail-
lée par Vassal (1989), aucune étude n’a été entreprise sur les mécanismes de recon-
naissance du partenaire sexuel au niveau des populations présentes en Guyane. 
Des travaux entrepris au Venezuela ont suggéré deux constituants potentiels de la 
phéromone femelle, le 5-eicosenol et le 1-octadécanol, ces deux composés ayant pro-
voqué une activité électrique des antennes mâles par électro-antennographie mais 
l’attraction des mâles par ces produits n’a pas fait l’objet d’une validation sur le ter-
rain (Liendo-Barandiaran et al., 2007). De plus, la caractérisation partielle des phé-
romones sexuelles ainsi que les possibles variabilités géographiques (race d’hôte, 
population ou espèce cryptique), sont des sources potentielles de la non- attractivité 
des insectes lors de l’utilisation de phéromones de synthèse. Dans ce contexte, mes 
objectifs ont été les suivants : 
 Améliorer la compréhension et les connaissances sur la communication 
chimique chez Hylesia metabus, en précisant la temporalité d’émission de 
la phéromone sexuelle chez des individus provenant d’une pullulation de 
Guyane et placés dans des conditions de température et d’humidité cor-
respondant aux conditions côtières guyanaises.  
 Evaluer l’âge des femelles lors de leur premier appel, ainsi que l’effet de 
l’âge sur le comportement d’appel (durée et période).  
 Mettre en place des tests préliminaires de capture et d’identification des 
composés constituant la phéromone femelle 
 
  
 93  
 
6.2. Résultats de l’étude 
6.2.1. Identification de la période d’appel des femelles 
d’Hylesia metabus 
 Sur les 164 chrysalides femelles obtenues à partir des élevages, 154 adultes 
ont émergé sur 3 jours consécutifs, et 10 n’ont pas survécu à la nymphose. Parmi 
celles qui ont émergé, 7 n’ont jamais présenté de comportement d’appel. Sur les 147 
autres femelles, la grande majorité (128- soit 87%) ont présenté un comportement 
d’appel lors de leur première nuit, soit à un âge compris entre 0 et 24h. Une minori-
té a appelé au cours de leur deuxième nuit, et uniquement des femelles n’ayant pas 
appelé lors de la première nuit (Tableau 5). Aucune femelle n’a réalisé de compor-
tement d’appel au cours de la troisième nuit, la quasi-totalité des femelles sont 
mortes à l’âge de 48-72h (93%). Lors du comportement d’appel, les femelles ont 
adopté une posture caractéristique. Les ailes sont semi déployées et la dernière par-
tie abdominale laissant paraitre la glande à phéromone extrudée de couleur nacrée. 
Certaines femelle ont fait vibrer leurs ailles.  
 
Tableau 5 Nombre de femelles en appel durant les différents jours d’observations  
 
Âge des femelles en appel 
 
0-24h 
24h-
48h 
48h-72h 
Jour 
d’observation 
n°1 
49 - - 
Jour 
d’observation 
n °2 
40 9 - 
Jour 
d’observation 
n °3 
39 7 - 
Jour 
d’observation 
n °4 
0 3 - 
Total 
128 (87 
%) 
19 
(12%) 
0 
 
 Toutes les femelles ont débuté leur appel entre 21h et 22h40 (soit entre 132 et 
312 minutes après le début de la scotophase). La durée moyenne du comportement 
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d’appel des femelles a été estimée à 59.2±30min et 65.7±27min, respectivement pour 
les femelles de 0-24h et de 24h-48h (Figure 24). Aucun effet significatif de l’âge des 
femelles sur la durée du comportement d’appel n’a été mis en évidence (test de 
Mann–Whitney–Wilcoxon W=1084.5, p-value = 0.4465) (Figure 24). 
 
Figure 24: Durées de comportement d'appel des femelles d’H. metabus en fonction des classes d’âge. Des lettres 
identiques indiquent aucune différence significative entre classes d’âge (p-val>0.01). 
 L’expérience a aussi permis de préciser la distribution temporelle du compor-
tement d’appel. Le nombre de femelles en appel (cumul des appels des 3 jours con-
sécutifs) s’étale de 21h à 24h, soit de 132 à 312 minutes après le début de la scoto-
phase, avec un pic de 21h30 et 22h30 (Figure 25). 
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Figure 25: Cumul du nombre de femelles d’H. metabus en appel par tranche de 10 minutes en heure locale, et en 
minutes depuis le début de la scotophase. 
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6.2.2. Une identification encore très imparfaite des com-
posés impliqués dans la phéromone sexuelle 
 
 Les molécules identifiées dans l’extrait total à l’Hexane des abdomens fe-
melles sont des acides gras et des hydrocarbures (Tableau 6), mais aucune de ces 
molécules ne s’apparente à des composés phéromonaux. 
 
Tableau 6: Composés identifiés par spectrométrie de masse dans l’extrait Hexane des abdomens de femelles en 
appel. PM : poids moléculaires 
Temps de 
rétention 
(min) 
Composés identifiés avec 
NIST (librairie des 
spectres de masses) 
 
PM 
19,054 Hexadecanoic acid  256 
21,095 Linolenic acid  278 
22,93 Tricosane  324 
24,949 Pentacosane  352 
25,9 Hexacosane  366 
26,466 Hydrocarbure  
 
26,825 Heptacosane  380 
27,0892 Non identifié  
 
27,442 Oleamide  281 
27,71 Octacosane   
27,7846 Non identifié  
 
28,234 Hydrocarbure  
 
28,3184 Non identifié  
 
28,558 Hydrocarbure  
 
28,8043 Non identifié  
 
30,204 Cholestérol  386 
 
 L’analyse des fibres SPME révèle une majorité de composés présents à la fois 
chez les mâles et les femelles, donc vraisemblablement ne faisant pas partie des 
constituants de la phéromone sexuelle d’H. metabus. Parmi les composés présents 
uniquement chez les femelles, la majeure partie n’a pas pu être identifiée avec certi-
tude par la librairie GC-MS. Si beaucoup de ces produits ne semblent pas corres-
pondre à des phéromones, certains s’apparentent chimiquement aux phéromones de 
lépidoptères. Cependant, ils ne sont présents que sous forme de trace et l’absence de 
leur spectre de masse dans l’analyse en mode IC ne nous a pas permis de les identi-
fier.  
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Tableau 7:Identification par analyse GC-MS des composés capturés par SPME chez les femelles d’Hylesia meta-
bus. Les composés suivis du signe « ? » n’ont pas eu leur identification confirmée. 
Temps 
de réten-
tion 
(min) 
Composés identifié avec Amdis 
(librairie des spectres de 
masses) 
3,05 Non identifié 
3,28 Chaîne linéaire 
4,77 Longue chaîne trace 
5,33 Chaine saturé 
5,37 Non identifié 
5,51 Terpène 
5,69 Octanol/C11OH ? 
5,88 Acetate 
6,02 Non identifié  
6,5 Acide  
6,99 Acétate/OH 
8,69 Non identifié 
8,82 Anis aldéhyde 
9,15 Trace longue chaine hydrocarbure 
9,64 Tridécane 
9,24 Diène en C12 aldéhyde trace 
11,15 Z9 DDOH ? 
11,406 DDOL ? 
11,43 Sesquiterpène  
11,999 Non identifié 
12,207 Non identifié trace 
13,61 Aldéhyde saturé C14? 
14,98 Non identifié diène C12? 
20,72 Hydrocarbures (C21) 
21,0882 OH/Ald double liaison CnH2n+2 
22,91 Acide ou acide méthylé ester ou 355 
28,3127 Non identifié 
28,548 Hydrocarbures 
28,935 Non identifié 
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6.3. Avancées et faiblesses dans la compréhension du 
comportement sexuel de Hylesia metabus 
6.3.1. Le rythme d’émission de la phéromone sexuelle 
chez H. metabus 
Chez les insectes à courte durée de vie, l'accouplement survient généralement 
peu de temps après l'émergence (Matthews & Matthews, 1988). La rapidité de ma-
turation des ovocytes post-émergence influe sur la période durant laquelle a lieu le 
début de l'appel. L'âge post-émergence auquel les femelles d’Hylesia metabus ont 
appelé pour la première fois a été estimé à moins de 24 h pour la majorité des fe-
melles (87%). Ces valeurs sont comparables à celles observées chez Lonomia obli-
qua, un Saturniidae appartenant à la même sous famille, dont 70% des appels ont 
lieu dans les 24 h post-émergence (Zarbin et al.2007). Une fois le comportement 
d’appel initié, H. metabus montre un temps d'appel moyen de 59.2±30 min, temps 
globalement plus court que celui observé chez L. obliqua, qui est de 192 minutes en 
moyenne pour les femelles âgées de 0-24h (Fritzen et al., 2004). Bien qu’un effet de 
l’âge sur la durée des appels ait été rapporté pour plusieurs Lépidoptères (McNeil, 
1991), y compris chez L. obliqua, la durée d’appel ne semble pas être affectée par 
l'âge des femelles dans notre étude. En revanche, un fait notable est que le nombre 
de femelles en appel âgées de 24-48h soit très faiblement représenté (12%), et qu’il 
devient inexistant chez les femelles âgées de 48-72h. De plus, les femelles ayant ap-
pelé à l’âge de 24-48h sont uniquement des femelles n’ayant pas appelé au cours de 
leur première nuit. Ces observations suggèrent qu’H. metabus pourrait n’appeler 
qu’une seule fois au cours de sa vie. 
La durée de vie des H. metabus provenant de Guyane est de trois jours en labo-
ratoire, n’excédant pas quatre jours (Vassal, 1989). Ces chiffres sont comparables 
dans la nature n’excédant pas trois jours chez des individus capturés et mis en cage 
sur site (Vassal, 1989). Dans notre étude les femelles sont mortes en grande majori-
té le troisième jour de leur vie (93%), en accord avec les valeurs reportées par Vas-
sal. Une durée de vie de 4 à 10 jours estimée en laboratoire sur des H. metabus pro-
venant du Venezuela (Fornés et al., 2000), contraste avec les valeurs obtenues chez 
les individus provenant de Guyane. Ces variations observées de mortalité peuvent 
provenir des conditions de captivités différentes selon les études, principalement 
par la qualité du feuillage constituant l’alimentation des stades larvaires, qui est 
susceptible d’influencer la capacité reproductive des lépidoptères (Heisswolf et al., 
2009), mais également par les conditions de températures (Osanai, 1978). De par la 
durée de vie réduite des adultes H. metabus de Guyane ne se nourrissant pas, 
l’accouplement rapide post-émergence apparaît nécessaire afin d’assurer la repro-
duction.  
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6.3.2. La composition de la phéromone sexuelle d’Hylesia 
metabus reste toujours une boite noire 
Les tests préliminaires se sont avérés insuffisants pour caractériser les mé-
langes phéromonaux émis par la femelle. Les analyses des extractions, en phase 
liquide comme solide, n’ont pas permis une caractérisation précise des composés de 
la phéromone chez H. metabus, vraisemblablement à cause d’une trop faible quanti-
té de produits présente dans les extraits, alliée à la présence d’impuretés. Il n’a 
malheureusement pas été possible de récolter un matériel biologique additionnel 
suffisant pour des tests complémentaires en raison de la dynamique des populations 
d’Hylesia, qui étaient en phase de latence durant l’étude.  
Chez les Lépidoptères, les glandes à phéromones ne contiennent pas de phé-
romones stockées. Celles-ci sont produites de novo à partir d’acides gras au cours de 
l’appel. Comme elles sont émises en faible quantité, il faut donc un certain temps 
d’appel après le début de la biosynthèse pour que soient produites des quantités de 
phéromones suffisantes pour être détectables par GC-MS. J’ai précédemment iden-
tifié que la durée moyenne d’appel chez H. metabus est d’une heure environ. Afin 
d’augmenter la quantité de phéromone dans les extraits, il serait ainsi nécessaire de 
réaliser des extractions sur des femelles en appel depuis plus de 15 minutes.  
Pour les extraits en phase liquide, les modifications susceptibles d’augmenter 
la quantité de composés phéromonaux dans les extraits sont l’augmentation du 
nombre de glandes à phéromones utilisées, ainsi qu’un plus long temps de contact 
des glandes avec le solvant. Cependant, l’augmentation du temps de maintien des 
glandes dans l’hexane augmente en même temps la présence d’impuretés. Les ana-
lyses que j’ai effectuées sur les extraits totaux de glandes dans l’hexane ont mis en 
évidence la présence d’acides gras précurseurs de phéromone et d’hydrocarbures qui 
sont vraisemblablement des pollutions provenant de l’hémolymphe et de la cuticule 
de la glande.  
La caractérisation préliminaire par SPME s’est également avérée infructueuse 
vraisemblablement pour la même raison de trop faible quantité de phéromone pro-
duite par H. metabus lors des premières 15 minutes de l’appel. De plus, les se-
ringues frottées directement sur la surface de la glande à phéromones capturent 
également les composés non phéromonaux tel que les hydrocarbures cuticulaires, H. 
metabus possédant de très nombreuses soies facilement détachables à l’extrémité de 
son abdomen et représentant une source potentielle d’impuretés. 
6.3.3. Conclusion 
Toutes ces informations amènent à une meilleure connaissance du mode de repro-
duction des H. metabus, et sont utiles pour la compréhension globale de sa biologie. 
Elles permettent également d’initier le processus de recherche conduisant au déve-
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loppement d’un mélange attractif, utilisable pour la capture des H. metabus en 
Guyane.  
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7. DISCUSSION GENERALE ET PERSPECTIVES 
Pendant longtemps, les forêts tropicales ont été considérées comme exemptes de 
pullulations d’insectes (Elton, 1958) bien que des études pluri- annuelles (sur 6 ans) 
menées il y a plus de 30 ans par Wolda (1983) aient montré que les populations 
d'insectes tropicaux fluctuaient autant que ceux des forêts tempérées. Néanmoins, 
le paradigme selon lequel les forêts tropicales sont exemptes de pullulations 
d’insectes persiste, en dépit de preuves solides qui s’accumulent (Nair, 2007). Ces 
pullulations peuvent causer de fortes défoliations et engendrer une mortalité impor-
tante des arbres, jouant ainsi un rôle significatif dans la structuration des forêts 
tropicales (Eveleigh et al., 2007). Les foyers de pullulation en forêts tropicales pas-
sent cependant souvent inaperçus parce qu'ils sont fortement localisés sur un sous-
ensemble d’espèces pouvant alors être difficiles à observer, surtout si les dégâts af-
fectent la canopée (Dyer et al., 2012). 
Ainsi, les exemples de pullulations d'insectes dans les forêts tropicales ne sont 
souvent connus que par des anecdotes ou des observations personnelles (Dyer et al., 
2012). Au-delà de ce type de description, le nombre d'études scientifiques publiées 
reste limité, et généralement aucun paramètre n’est utilisé pour tester des hypo-
thèses sous-jacentes. Un examen de la littérature montre cependant un nombre 
croissant d’exemples documentés de pullulations d'insectes herbivores tropicaux, 
mais ceux-ci se cantonnent le plus souvent aux écosystèmes gérés et non naturels 
(Nair, 2007). Peu d’études se sont aussi intéressées aux flux géniques et à la disper-
sion dans les écosystèmes tropicaux, particulièrement pour les espèces d’insectes 
qui présentent des pullulations en milieux naturels.  
C’est en 1918 que les médecins Léger et Mouzels ont établi une relation de cause 
à effet entre une dermatose prurigineuse fréquente en Guyane et le contact d’un 
papillon du genre Hylesia. Ils baptisent cette pathologie la papillonite (Léger and 
Mouzels, 1918). Dans leurs rapports, ils mentionnent que cette pathologie est con-
nue des habitants de Cayenne depuis déjà 6 ou 7 ans. Cela fait maintenant environ 
un siècle que ce papillon pullule fréquemment sur le littoral guyanais, infligeant de 
fortes démangeaisons à la population (Jourdain et al., 2012). Les épisodes de papil-
lonite touchent fréquemment les communes de Sinnamary et d’Iracoubo, et le retour 
de la papillonite en 2012 dans la commune de Cayenne a relancé l’intérêt pour cette 
problématique. La volonté de mettre en place des mesures de gestions spécifiques 
de cet insecte urticant s’est heurtée à l’absence de données biologiques et écolo-
giques sur l’espèce présumée (Jourdain et al., 2012). La quasi-totalité des données 
sur le genre Hylesia provient non pas de sources écologiques mais plutôt épidémio-
logiques (Dyer et al., 2012), et beaucoup de renseignements biologiques sont issus 
du Vénézuéla (Polar et al., 2010). Dans ce contexte où connaitre les mécanismes qui 
régulent les pullulations d’insectes et la structure de leur population est un enjeu 
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primordial dans leur gestion (Isaev et al., 2017), l’étude menée sur H. metabus a un 
intérêt plus général pour appréhender la dynamique des populations des lépidop-
tères forestiers néotropicaux présentant des pullulations.  
 
Probablement une seule espèce du genre Hylesia impliquée dans les épi-
sodes de papillonite 
Malgré son impact sur la santé humaine, de nombreux aspects de la biologie 
d’H. metabus demeurent obscurs et son statut systématique est encore confus, avec 
plusieurs espèces, morphologiquement et étroitement apparentées dans le genre, 
présentant des différences mineures des pièces génitales (Lemaire, 2002). La dé-
termination des espèces basée sur la morphologie des génitales nécessite la dissec-
tion des organes génitaux, technique difficile et méticuleuse qui peut conduire à des 
erreurs d’identifications. Cette ambiguïté ne se restreint pas aux stades adultes 
mais également aux chenilles. En effet, moins de la moitié des chenilles d’Hylesia 
sont connues, et il n’existe aucune clef permettant de les identifier morphologique-
ment. Les espèces d’Hylesia présentent aux stades adultes des caractéristiques de 
discrimination morphologique parfois ambiguës qui, associé à une quasi totale mé-
connaissance des stades larvaires, laissent présager des possibles erreurs 
d’identifications. Une identification erronée des papillons responsables de la papil-
lonite en Guyane, a ainsi pu conduire à lui associer à tort des données écologiques et 
biologiques et entraver l’effectivité des méthodes de gestions. En effet, l'identifica-
tion incorrecte d'espèces ou d'unités intra-spécifiques (population) peut conduire à 
des défaillances des méthodes de lutte, comme par exemple l’utilisation inappro-
priée de pesticides ou l’introduction d’insectes auxiliaire (Gurr et al., 2012). 
Les méthodes de lutte se doivent d’être adaptées à la fois à la biologie des pa-
pillons mais également aux caractéristiques du milieu ou elles sont appliquées. 
Dans le cas de la papillonite, l’application des méthodes à proximité des habitations 
nécessite que celles-ci soient non toxiques pour la faune et non rémanentes pour 
l’environnement. La majorité du territoire n’est accessible que par les voies fluviales 
et les méthodes doivent prendre en compte la spécificité du territoire guyanais. 
La méthode moléculaire basée sur le gène barcode de l’ADN mitochondrial 
avait déjà permis à d’autres auteurs la découverte d'espèces cryptiques potentielles 
au sein des Hylesia (Janzen et al., 2012). Mais aucune donnée génétique n’ayant fait 
l’objet de publication pour H. metabus, j’ai donc utilisé les données fournies par les 
campagnes barcodes (Lepidoptera Barcode of Life à www.lepbarcoding.org) pour 
apporter des éléments de réponse sur les possibles erreurs taxonomiques. Ce frag-
ment barcode a permis la délimitation des espèces d’Hylesia et s’est avéré pertinent, 
à la fois comme outil d’appui à la taxonomie aidant à l’identification et également à 
la délimitation des espèces du genre. Dans mon étude, cette méthode a été utilisée 
comme outil de première approche pour évaluer l’existence de plusieurs espèces im-
pliquées dans les épisodes de papillonite. Les méthodes de délimitation automatique 
des espèces ont l’avantage de pouvoir être appliquées pour des groupes souffrants 
d’un déficit taxonomique, et cette méthode nous a permis de lever, au moins en par-
tie, le doute d’erreur taxonomique des H. metabus. Au regard de leur divergences 
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mitochondriales, tous les individus d’Hylesia responsables de pullulation, que j’ai pu 
analyser, appartiennent bien à une seule espèce, H. metabus, dans les épisodes 
d’urtication en Guyane comme au Venezuela. Cependant, d’une part je n’ai pu avoir 
accès aux individus correspondant à tous les épisodes de papillonite observés durant 
le siècle dernier, et surtout identifier les espèces sans enquête taxonomique com-
plémentaire reste critiquable. Ainsi, la seule base de séquences du gène Cox I ne 
permet d’affirmer avec certitude que mes échantillons appartiennent à une seule 
espèce. En effet, le fragment Cox I peut parfois être identique au sein de la même 
espèce ou, à l’inverse, être extrêmement variable au sein d’espèces différentes 
(Braby, Eastwood and Murray, 2012). En principe, l’utilisation des codes-barres 
ADN n’est interprétable que lorsque les résultats sont abordés de manière intégra-
tive en utilisant d’autres données, en particulier les caractères morphologiques, les 
caractéristiques écologiques ou les marqueurs moléculaires indépendants (génome 
nucléaire). Mais, dans mon étude la concordance entre les séquences barcodes de 
l’ADN mitochondrial, la morphologie et les marqueurs microsatellites sont trois 
sources d’informations qui amènent à conclure qu’il s’agit d’une seule et même es-
pèce impliquée. Dans le même temps, cette étude a également souligné l’importance 
des données barcode ADN qui, si elles sont utilisées avec prudence, sont un outil 
extrêmement intéressant pour des recherches appliquées, spécialement sur les 
taxons difficiles.  
Au regard des lacunes concernant les données du genre Hylesia, notamment sur la 
biologie mais également sur leur phylogénie, il me semble difficile de tirer une con-
clusion définitive sur la nature de ces divergences. Cela renforce la nécessité de réa-
liser rapidement une phylogénie exhaustive du genre afin d’éclaircir la taxonomie 
de ce groupe d’importance sanitaire.  
 
Des groupes génétiques liés aux plantes-hôtes, et notamment au palétuvier 
? 
Il était communément admis que les papillons d’H. metabus retrouvés en ville 
sont inféodés aux palétuviers blancs et proviennent des mangroves avoisinantes 
(Polar et al., 2010; Jourdain et al., 2012). Le niveau de structure génétique observé 
chez H. metabus en Guyane semble correspondre à une ségrégation des sites « cô-
tiers » par rapport aux sites « intérieurs ». Il est possible que la structure génétique 
observée provienne de divergences liées à une adaptation en lien avec la commu-
nauté végétale. Les observations écologiques indiquent cependant que l’espèce H. 
metabus est vraisemblablement polyphage, c'est-à-dire que ses chenilles consom-
ment un grand nombre de plantes hôtes appartenant à des familles botaniques très 
éloignées phylogénétiquement (Lemaire, 2002), contrairement aux conclusions ini-
tialement avancées par certains écologistes qui l’associaient à un très faible éventail 
de plantes hôtes associées à la mangrove.  
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Les facteurs qui peuvent être à l’ origine d’une différenciation génétique chez 
les insectes phytophages sont principalement les barrières géographiques, la faible 
capacité de dispersion, la fragmentation de l'habitat et la disponibilité des plantes 
hôtes (Mopper, 1996). Les insectes phytophages sont un groupe d’organismes très 
riche en espèces, et la source principale de cette diversité est souvent attribuée à la 
spécialisation par l’hôte (Price, 1997). L'étude de la coévolution entre les lépidop-
tères et leurs plantes hôtes a, dans une certaine mesure, été dominée par les re-
cherches sur les papillons diurnes spécialistes, depuis l'article fondateur sur la coé-
volution par Ehrlich et Raven (1964). Certaines études ont montré que la diversifi-
cation des papillons peut être favorisée par des changements d'hôtes engendrés par 
la radiation sur de nouvelles espèces (Wheat et al., 2007). 
 Les relations herbivores-plantes montrent un spectre de spécialisation plus 
ou moins étroit, et opposent fréquemment les espèces spécialistes aux espèces géné-
ralistes (polyphages). Chez une partie des lépidoptères nocturnes, l'omniprésence de 
la polyphagie règne et peut être associée à certain trait d’histoire de vie limitant la 
spécialisation sur un groupe de plante (Wang et al., 2017) . La stratégie concerne les 
lépidoptères qui ne se nourrissent pas au stade adulte et qui possèdent des traits 
communs : une durée de vie courte, des femelles peu mobiles, parfois même inca-
pables de voler et pondent des masses d’œufs uniques. Cette observation initiale-
ment mentionnée par Janzen (1984), Holloway (1987) et Holloway et al., (2013) pour 
le groupe de papillons nocturnes de la superfamille des Bombycoidea, auquel appar-
tient Hylesia, suggère que les traits de vie fondamentaux peuvent être liés à 
l’incapacité des adultes à se nourrir.  
 Le changement de plante hôte est un phénomène courant chez les insectes 
phytophages, mais les processus d’adaptation aux nouvelles ressources alimentaires 
restent très mal connus chez les polyphages, car plus compliqués à démontrer. 
L’adaptation locale chez les insectes herbivores polyphages à large distribution ap-
paraît reliée avec la disponibilité des hôtes. Chez un lépidoptère Geometridae, 
Lambdina fiscellaria, la réduction progressive de la disponibilité de plusieurs es-
sences forestières crée notamment une pression de sélection suffisante pour pro-
duire des populations localement adaptées et caractérisées par un plus faible niveau 
de polyphagie (Redfearn and Pimm, 1988).  
 Dans ce contexte, la polyphagie des H. metabus doit être considérée dans les 
plans de gestion, et l’attrait des H. metabus pour certaines essences doit être étudié 
de manière approfondie. Bien que mes données suggèrent une ségrégation, il est 
néanmoins impossible de tirer de conclusion sur les plantes hôtes. En effet, la quasi-
totalité de mes échantillons provient de papillons adultes et de chenilles dans les 
derniers stades développementaux, empêchant ainsi de relier les divergences géné-
tiques aux plantes hôtes. La capture de chenilles aux premiers stades est un exer-
cice particulièrement délicat, car elles sont très difficiles à repérer dans la végéta-
tion, et parfois situées à plusieurs mètres de hauteur. Mon travail de thèse a permis 
la mise en évidence d’une divergence génétique au sein des H. metabus et 
d’envisager des scénarios plus complexes, le degré de polyphagie de chaque popula-
tion doit être maintenant étudié pour démontrer qu’il existe une fitness différen-
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tielle relié aux différentes essences d’arbres, et valider l’hypothèse de l’adaptation 
locale.  
 
La connectivité génétique et la définition des unités de gestion adaptées 
 L'homogénéité génétique semble être typique des lépidoptères tropicaux mais 
la plupart des études reposent sur des espèces temporellement synchrones, asso-
ciées à une capacité de dispersion élevée (Franklin et al., 2014). Au contraire, les 
données sur les pullulations d’ H. metabus, montrent que les poches de pullulation 
sont limitées à quelques km2, et ne sont pas nécessairement synchronisées. Les 
données moléculaires, mitochondriales comme microsatellites, suggèrent que toutes 
les Hylesia metabus capturées lors des épisodes de papillonite appartiennent pour-
tant à un même cluster, qui contient également des individus capturés durant les 
périodes où la densité de population est basse. Plusieurs études sur des insectes in-
digènes, et non exotiques envahissants, montrent que les événements de pullulation 
semblent être en général régulés par les conditions environnementales locales plu-
tôt que par les caractéristiques génétiques neutres de la population (Mun et al., 
2003; Chapuis et al., 2008; Kobayashi et al., 2011). Une variable environnementale 
importante pour les insectes phytophages est la disponibilité des plantes hôtes. Les 
pullulations d'insectes sont plus fréquentes lorsque les plantes hôtes sont agrégées 
ou denses, tandis que l'herbivorie des plantes est considérablement réduite dans les 
forêts plus diversifiées, car les hôtes sont géographiquement dispersés (Carson et 
al., 2004; Jactel et al., 2007). En agroforesterie ce concept est bien connu, les forêts 
mélangées sont utilisées pour limiter les dégâts des phytophages sur les essences. 
Dans les forêts tropicales, Janzen (1970) explique la faible densité d'individus 
d’arbres des mêmes espèces par une pression forte de prédation à proximité de 
l’arbre mère, ce qui favorise la régénération à plus longue distance des plantules co-
spécifiques. Un mécanisme explicatif de la résistance des forêts plus diversifiées au 
phytophages sont les effets des ennemis naturels limitant la survie des herbivores 
(Andow, 1991). Ainsi, l'hétérogénéité de la forêt néotropicale et la stabilité des fac-
teurs environnementaux peuvent être impliquées dans le maintien des populations 
de H. metabus à des niveau de faible densité (Eveleigh et al., 2007). Inversement, 
les écosystèmes côtiers qui abritent une végétation plus homogène liée à la présence 
humaine et aux variations climatiques plus importantes, pourraient permettre aux 
individus côtiers de H. metabus de voir leur population augmenter.  
 Le modèle de métapopulation a été suggéré être le plus approprié pour éva-
luer la dynamique des populations de phytophages en forêt tropicale (Dyer et al., 
2012). La densité peut être localement élevée sur un arbre ou un patch et se trans-
mettre au patch adjacent, alors que la dynamique de l’écosystème globale peut res-
ter stable (Kondoh, 2003). Mes résultats soutiennent également cette hypothèse no-
tamment car la population côtière possède une connectivité suffisante pour être 
considérée comme une seule population, mais en même temps assez limitée pour 
connaitre des dynamiques propres à chaque sous-population. Cette configuration 
 106 
favorise l’adaptation locale et peut être directement à l’ origine de l’étonnante diver-
sité du genre Hylesia en Amérique du sud. Les résultats de ma thèse s'inscrivent 
dans la lignée de ceux déjà observés dans les systèmes forestiers, montrant une di-
minution des dégâts d'insectes herbivores en lien avec l’hétérogénéité du paysage, 
associé à une faible capacité de dispersion des insectes tropicaux favorisant la di-
versification par spéciation écologique.  
 Le flux de gènes dans les populations d'insectes est un facteur important à 
prendre en compte dans les programmes de lutte, car le flux génétique peut faciliter 
la propagation non seulement poches de pullulations, mais aussi des gènes résis-
tants aux insecticides (Herzig, 1995). L’étude de la connectivité génétique indique 
indirectement la capacité de dispersion des individus (Lowe and Allendorf, 2010). 
Les estimations de différenciation génétique que j’ai obtenues pour H. metabus sont 
comparables à celles des populations de Lépidoptères connues pour présenter un 
faible degré de dispersion (Franklin et al., 2014). La forte différenciation génétique 
entre les sites d'échantillonnage du Venezuela et de la Guyane indique une connec-
tivité très limitée, certainement due à un isolement par la distance le long de la côte 
d’Amérique du Sud, ou à cause de barrière physique telle que la rivière de 
l’Orénoque. Mon échantillonnage ne permet pas de conclure sur cette ségrégation 
mais les marqueurs développés devraient permettre de vérifier aisément cette hypo-
thèse par l’analyse d’échantillons récoltés dans des sites intermédiaires le long de la 
côte. En revanche, quelle que soit la cause biologique de cette ségrégation, cette in-
dication est capitale, car elle indique que ces deux régions doivent être considérées 
comme des unités de gestion distinctes au regard de leur divergences. Compte tenu 
des distances géographiques entre les sites d'échantillonnage vénézuéliens, 
l’homogénéité génétique de la population observée se conforme à celle attendue chez 
un Saturniidae (Polar et al., 2010). En revanche, le niveau de structure génétique 
entre les deux groupes d’H. metabus observés en Guyane indique l’existence de 
fortes restrictions au flux de gènes entre les sites côtiers et les sites intérieurs, em-
pêchant leur homogénéisation génétique. L'interprétation de la ségrégation des H. 
metabus en Guyane semble donc plus complexe et ne peut être expliquée unique-
ment par une faible dispersion des adultes. La mise en évidence de l’homogénéité 
génétique du groupe côtier traduit vraisembablement des échanges d’individus par 
migration, pouvant favoriser le transport des gènes de résistance à un produit bio-
cide au sein de la côte. 
 
Des perspectives de gestion des populations reliées à l’étude du compor-
tement sexuel d’H. metabus 
Les groupes génétiques identifiés peuvent différer dans leur réponse aux stratégies 
de lutte (par exemple dans les taux de résistance aux biocides), mais aussi dans leur 
comportement de reproduction. C’est pourquoi mes travaux de thèse ont évalué 
l’âge des femelles lors de leur premier appel et de mettre en place des tests prélimi-
naires de capture et d’identification des composés constituants la phéromone fe-
melle. Bien que les tests préliminaires se soient avérés insuffisants pour caractéri-
ser les mélanges phéromonaux émis par la femelle, ils ont permis de dégager des 
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points fondamentaux pour mener à bien cet objectif, notamment la nécessité de dis-
poser de matériel biologique suffisant pour des tests complémentaires, et donc de 
mettre en place un élevage permanent en Guyane. Ce point est indispensable, et 
doit être établi à partir de papillons issus des populations côtières. L’élevage per-
manent permettra également de mettre en place d’autres projets de recherche tels 
que les tests de préférence alimentaire ou des tests biocide. Pour cela, je recom-
mande que cet élevage soit réalisé dans un espace non confiné, type volière, car les 
soies volatiles sont peu rémanentes en conditions extérieures, et le danger provient 
essentiellement du confinement des papillons en salle close ou en laboratoire, en-
trainant l’accumulation des soies urticantes dans les systèmes de filtrations 
 Bien qu’elle se soit avérée infructueuse, la caractérisation chimique prélimi-
naire des émissions femelles a montré que de très faibles quantités de phéromones 
sont produites par H. metabus lors des premières 15 minutes de l’appel. Mes tra-
vaux ont permis de proposer des stratégies plus adaptées en vue de l’extraction de 
ces composés phéromonaux. Il est ainsi essentiel de ne pas frotter les seringues 
SPME directement sur la surface de la glande à phéromones car elles capturent des 
composés non phéromonaux, probablement liés aux soies détachables à l’extrémité 
de l’abdomen, et représentant une source importante d’impuretés. Pour extraire au 
mieux cette phéromone, il est impératif de confiner plusieurs femelles en appel dans 
un espace clos et de réaliser un temps d’équilibration plus long. Toutes ces informa-
tions amènent à une meilleure connaissance du mode de reproduction des H. meta-
bus, et sont utiles pour la compréhension globale de sa biologie. Elles permettent 
également d’initier le processus de recherche conduisant au développement d’un 
mélange attractif, utilisable pour la surveillance des populations des H. metabus en 
Guyane.  
 En conclusion, mon travail de thèse a permis d’apporter des éléments de ré-
ponse sur le fonctionnement des populations du papillon-cendre en Guyane et au 
Venezuela, et plus largement aider à la compréhension des phénomènes des pullu-
lations d’insectes dans les milieux tropicaux. Cette étude ouvre de nouvelles pers-
pectives pour la gestion de ce fléau sanitaire qu’est la papillonite. 
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